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The  accurate  and  efficient  replication  of  Escherichia  coli  DNA  is 
catalysed by a 17‐subunit assembly of proteins termed the DNA polymerase 
III holoenzyme  (Pol  III HE). The Pol  III HE  is  further organised  into  three 
sub‐assemblies: the clamp‐loader complex, the β2 sliding clamp and the Pol 
III  core  complex  (Pol  III  core).  The  Pol  III  core  is  comprised  of  the  α 
polymerase, the ε exonuclease and the small θ subunit of an as yet undefined 
function. The β2 subunit encircles dsDNA and  locks  the Pol  III core onto a 
template DNA by  interaction with clamp‐binding motifs  (CBMs)  located  in 
the α and ε subunits.  
A  detailed  understanding  of  how  the  β2αεθ complex  interacts with 
DNA  and  transforms  to  accommodate  both  DNA  synthesis  and 
proofreading functions  is of great  interest to researchers  in the field. In this 
project,  I used a  combination of experimental  techniques  including protein 
crystallography,  small‐angle  X‐ray  scattering  (SAXS),  nuclear  magnetic 
resonance  (NMR) and a variety of additional biochemical methods  to build 
and  validate  an  atomic  resolution  model  of  the  structure  of  the  β2αεθ 
complex. I further investigated a strategy for the fluorescent labelling of Pol 
III core proteins for use in future single‐molecule experiments.  
Chapter  1  describes  the  background  to  this  work  and  gives  an 
overview of bacterial DNA replication, focusing specifically on the organism 
E.  coli.  The  steps  involved  in  replication  initiation,  elongation  and 
termination are outlined and a brief overview of bacterial DNA polymerases 
is given. The component proteins of  the Pol  III HE are described  in detail, 
with particular  focus  on  the  α, ε, θ and β2 subunits. A  brief discussion  of 
x 
 
relevant  experimental  techniques  that  are  used  to  study  multi‐protein 
machines is also included.  
Chapter  2  details  the  general  materials  and  methods  used  in  this 
work. The methods  involved  in molecular cloning, protein purification and 
analysis are described.   
Chapter  3  presents  a  2.15  Å  crystal  structure  of  a  linked‐protein 
construct  displaying  the  site  of  interaction  between  the  N‐terminal  PHP 
domain of  the α  subunit and  the C‐terminal  segment of  the ε subunit. The 
crystal  structure  is modelled  onto  the  full‐length  α  subunit  and  how  this 
structure  contributes  to  the  building  of  an  informed  model  of  the  β2αεθ 
complex is discussed.      
Chapter  4  details  the  building  of  an  atomic  resolution  structural 
model  of  the  β2αεθ complex  utilising  data  from  protein  crystallography, 
NMR and additional biochemical studies. This model was then validated by 
SAXS after co‐purification of a stabilised version of the β2αεθ complex, where 
both  the  α  and ε CBMs  had  been mutated  to  bind more  tightly  to  the  β2 
subunit.  Crystallography  trials  of  this  complex were  also  pursued,  so  far 
without success.  
Chapter  5  outlines work  I  have  performed  to  investigate  a  protein 
fluorescent  labelling strategy where a specific protein  tag was  incorporated 
into  Pol  III  core  protein  subunits  for  site  specific  enzymatic  sulfhydryl  to 
aldehyde  modification  by  the  formylglycine  generating  enzyme  (FGE). 
Tagged  versions  of  the  α  and ε proteins  were  purified;  however,  the 
enzymatic  conversion and  subsequent  conjugation of  the aldehyde bearing 
protein with  a  floureccent  dye were  problematic  and  this  project  remains 
ongoing.  
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ψ                     The ψ subunit of Pol III HE









































necessary  to maintain  and  propagate  life.  Failure  to  accomplish  this  task 
leads to cell death.  
DNA  is  copied  by  enzymes  called  polymerases  (first  isolated  by 
Kornberg  et  al.,  1956  a  and b), which generate new double‐stranded DNA 
(dsDNA) based on the sequence of a single‐stranded DNA (ssDNA) template 
by  following  hydrogen‐bonding  rules  as  described  by  James Watson  and 
Francis Crick  (Watson  and Crick,  1953). Replication  of DNA  is  a  complex 
process  that  requires  the  coordinated  action  of  over  30  separate  protein 
subunits  (Marians,  1992)  participating  in  a  highly  dynamic  network  of 
protein‐protein  and  protein‐DNA  interactions.  The  fundamental  nature  of 
this field of research has stimulated over 50 years of intense scientific interest 
and made DNA replication one of the best understood biological processes. 
Technological  advances  in  a  variety  of  biochemical  and  biophysical 
techniques are driving ongoing  research  that  is  continually delving deeper 





(Cronan,  2014).  This  review  will  give  an  overview  of  prokaryotic  DNA 






Bacterial  chromosomes are generally  single  circular  chains 1—5 mm 
in  length  and  are  condensed  roughly  1000‐fold  to  fit  within  cellular 
dimensions  (Trun  and  Marko,  1998).  In  contrast  to  the  highly  ordered 
morphological appearance of  the eukaryotic  chromosomes,  the prokaryotic 
chromosome  (or  nucleoid)  has  a  more  diffuse  and  visually  random 
arrangement within  the  cell. A  cross‐sectional  view  of  the  genome  has  an 
appearance  variously  compared  to  a  bottlebrush  or  a  transection  of  coral, 
with a moderately compact central core  from which numerous  filamentous 
DNA  segments extend  (Jackson  et al., 2012). Although  the bacterial genetic 
material  lacks  the extremely  tight compaction and defined segmentation of 
eukaryotic  chromosomes, many  of  the  same  organisational  principles  are 
shared across all forms of  life; facilitating the regulation and distribution of 
DNA  within  the  cell  and  the  controlled  separation  of  new  sister 
chromosomes  during  replication  of  genomic  DNA  and  cellular  division 
(Viollier et al., 2004; Nielsen et al., 2006).   
The  two principal  elements of hierarchal  control known  to organise 
the bacterial chromosome and regulate the arrangement of DNA within the 
cell  are DNA  supercoiling  and  the  interaction  of  the  chromosome with  a 
variety of small DNA‐binding proteins. Negative supercoiling (due to under‐
winding) of naturally helical DNA molecules induces bending and distortion 
of  higher  ordered  DNA  structure  (Vologodskii  and  Cozzarelli,  1994), 







or  by  holding  the  compacted DNA  together  and  providing  physical  links 
between adjacent DNA segments (Dillon and Dorman, 2010).  
Chromosomal  replication  requires  the  unwinding  of  DNA,  which 
causes a build‐up of positive supercoiling (due to over‐winding)  in front of 
the  advancing  replication  machinery  (Peter  et  al.,  1998).  In  bacteria,  the 
enzyme  gyrase  relaxes  coiling  tension  that  builds  up  ahead  of  the 
progressing  replication  fork  by  breaking,  untwisting  and  then  resealing  a 
double strand of DNA  (Khodursky et al., 2000). The enzyme  topoisomerase 
IV  also  utilises  this  same  mechanism  to  separate  two  newly  generated 
circular sister chromatids, which remain linked together (termed catenanes) 
as  a  result  of  semi‐conservative  DNA  replication  (see  Section  1.3.2)  and 
require separation before cellular fission can occur (Yan et al., 1999). Positive 
supercoiling  generated  during  replication  can  also  be  relieved  by  the 
opposing  action  of  the  DNA  gyrase  enzyme,  which  introduces  negative 
supercoils  and  helps  maintain  the  chromosome  in  an  overall  slightly 
underwound state (Drlica, 1992; Nollmann et al., 2007).  
These  (and other) mechanisms provide a high  level of control of  the 
compaction,  distribution  and  separation  of  genomic DNA  in  the  bacterial 





first  requires  the  association  of  molecules  of  the  initiator  protein  DnaA 
(Figure 1.1A) with a unique 254 bp  sequence  termed  the oriC  (Hwang and 
Kornberg,  1990).  Multiple  distributed  9  bp  sequence  motifs  within  oriC 




























































































































































hydrolysed DnaC‐ADP  and  permits  the  loaded  helicase molecule  to  then 
bind the DnaG primase enzyme (Wahle et al., 1989 a and b). Crystallographic 
modelling  shows  the  DnaB  hexamer,  once  loaded,  adopts  an  ascending/ 
descending right‐handed spiral conformation surrounding ssDNA, such that 
the first and last monomers in the circular sequence are slightly offset (Bailey 
et  al.,  2007).  This  arrangement  facilitates  5’  to  3’  end  ATP‐driven 
translocation  along  the  ssDNA  template  in  the  5’  to  3’  direction  as  the 
helicase rotates, in much the same way a helical screw thread enables lateral 
movement  of  a  nut  on  a  bolt  as  it  spins.  Structural  data  with  bound 




The  two  unidirectional  helicases move  outwards  from  oriC,  further 
enlarging  the  replication bubble as both  complexes  travel  away  from  each 
other by encircling one strand and occluding the other. As strand separation 
occurs,  the helicase‐coupled DnaG primase enzyme  synthesises  short RNA 
oligonucleotide primers  (10‒12 bases  long) on each newly available ssDNA 
template,  giving  the  genomic  replication  complex  DNA  polymerase  III 







































































































































































































































































































in  the  5’  to  3’  direction  (Wu  et  al.,  1992;  Zechner  et  al.,  1992  a  and  b), 
providing a topological challenge for the holoenzyme due to the anti‐parallel 
backbone‐chemistry of the two DNA strands. One strand, termed the leading 
strand,  is replicated continuously  in  the same direction as  fork progression 
while  the other,  termed  the  lagging  strand, must be  looped  to provide  the 
correct  orientation  for  coordinated DNA  synthesis  of  both  strands  as  the 
polymerase progresses  in one direction only  (Figure 1.3C). Lagging  strand 
replication  is  achieved  through  synthesis  of  discontinuous  sections  of 
complementary DNA known as Okazaki  fragments  (Okazaki and Okazaki, 
1969; Kornberg and Baker, 1991). In E. coli, these are approximately 1–2 kb in 
length, a  little  shorter  than T4 and T7 bacteriophage Okazaki  fragments of 
approximately 2.3 kb  in  length but significantly  longer  than  those  found  in 
eukaryotic and archeal replication systems, which are 100‒200 bp  in  length 
(Duderstadt et al., 2014). The E. coli replisome, progressing at a rate of 600–
1000  bp  per  second  (Kornberg  and  Baker,  1991;  Breier  et  al.,  2005), must 
therefore be able to synthesise each Okazaki fragment on a timescale of 1–2 
seconds.  
It  has  long  been  conceptually  proposed  that  Okazaki  fragment 
synthesis  is  enabled  by  the  formation  of  lagging‐strand  loops, where  the 
single‐stranded  template  is  folded back  into  the appropriate orientation  for 
polymerase  synthesis,  then drawn out and  replicated  in  repeated  cycles of 
loop  growth  and  release  for  each  fragment  generated  (Sinha  et  al.,  1980; 
Alberts  et  al.,  1983).  This  model  (Figure  1.3  B  and  C)  has  since  been 
supported by electron microscopic visualisation of replication intermediates 
in  the  T4  and  T7  bacteriophage  systems  and  in  vitro  single‐molecule 








remains  linked  during  coupled  synthesis  (Kornberg  and  Baker,  1991), 
obliging  lagging‐strand  progression  to maintain  pace with  leading‐strand 
synthesis  and  helicase  translocation,  despite  the  additional  molecular 
acrobatics  required  to  synthesise  lagging  strand  Okazaki  fragments. 
Precisely  how  the  replication  machinery  accomplishes  this  is  matter  of 
current debate, potentially  involving  a number  of different, non‐exclusive, 





Due  to  their  relative  simplicity,  the  T4  and  T7  bacteriophage 
replication systems are comparatively well characterized.  In contrast  to  the 
ten  protein  types  that  constitute  the  E.  coli  replisome,  coordinated  DNA 
synthesis  can  be  performed  using  only  seven  different  T4  replication 
proteins; with the T7 system requiring  just four (Richardson, 1983; Cha and 
Alberts, 1989). The T7 replication apparatus is therefore frequently utilised as 
a model  system  for  interrogating  the  complex  kinetics  of  lagging  strand 
Okazaki fragment cycling.  
The  streamlined  T7  replisome  has  both  its  helicase  and  primase 
activity  consolidated within  the  single polypeptide  chain of  the hexameric 
gp4 protein  (Dunn  et  al., 1983; Mendelman  et  al., 1992). The  synthesis of a 







These  two  events occur on a  timescale  far  too  slow  to  support  continuous 
coordinated  synthesis  without  progression  of  the  helicase/primase  being 
either temporarily halted until the completion of each, counter‐directionally 
synthesised,  tetraribonucleotide  primer  (Tabor  and  Richardson,  1981)  or 
requiring  the  formation  of  a  ‘priming  loop’  to  resolve  the  directionality 
problem as the helicase continues to advance;  in much the same manner as 
proposed  for  the  formation  of  replication  loops  during Okazaki  fragment 
synthesis.  Intriguingly,  experimental  evidence  suggests  both  of  these  two, 
non‐exclusive,  models  for  the  management  of  lagging  strand  Okazaki 
fragments  are  in  operation  in  the  T7  replication  system  (Lee  et  al.,  2006; 
Pandey et al., 2009).  
The  resolution  of Okazaki  fragments  also  requires  a mechanism  to 
prompt ordered release of replication and/or priming loops and regulate the 
dissociation  of  polymerase  subunits  from  template  DNA  during  lagging 
strand cycling. Competing explanations for how the replisome achieves this 
include  a molecular  signal  initiated by  the primase  enzyme  at  some point 
following  binding  to  template DNA,  or  by  collision  of  the  lagging  strand 
polymerase with the 5’‐end of the preceding Okazaki fragment (Tougu and 






helicase protein  subunits  (termed  the primosome when  associated), which 




uncoupled  from  the  Pol  III  HE/helicase  complex  and  direction  of  fork 
progression. The precise  role  of primase  binding,  synthesis  and  release  in 
regulating  the Okazaki  fragment  timing  in  the  T4,  T7  and  E.  coli  (or  any 
other)  replication  systems  is  unknown  and  current  research  remains 
inconclusive  as  to  the  sequence  of  molecular  events  regulating  these 
processes.  To  enable  efficient Okazaki  fragment  turnover,  it  is  likely  that 
different  organisms  employ  multiple  mechanistic  solutions,  which  are 




1.3.2.3 Efficiency and adaptability of the E. coli replisome  
 
The  17‐subunit  E.  coli  replisome  contains  dedicated  component 
proteins  that  facilitate  loading  and  unloading  of  replication  associated 
enzymes  from  a  DNA  template  (the  DnaX  complex:  τ,  γ,  δ,  δ’,  χ  and  ψ 
subunits),  edit/remove  incorrect DNA  sequence  to  improve  fidelity  (the  ε 
subunit)  and  increase  the  stability  and  processivity  of  the  polymerase  (α) 
subunit on a template DNA (the β2 clamp). The separation of these functions 




base pair  incorporated; Drake et al., 1969) and  the capability  to overcome a 
variety  of  topological  and  chemical  challenges  in  a  crowded  cellular 






Synthesis  of  new  DNA  continues  as  both  replication  forks  travel 
outward around the circular chromosome at approximately the same speed. 
Replication is terminated when each fork arrives at a DNA region comprised 






one direction  (non‐permissive  face), yet allows  for displacement of  the Tus 
protein when encountered from the other (permissive face; Figure 1.4).   
Atomic  structures  of  the  Tus  protein  bound  to  a  wild‐type  Ter 
sequence  (Figure  1.5A)  and  to  a  forked  oligonucleotide  with  a  (C) 
oligonucleotide at  the  (6) position of  the non‐permissive  face  (Figure 1.6B) 
illustrate  the  proposed molecular  basis  for  unidirectional  fork  arrest.  The 
cytosine residue at this position is able to ‘flip’ into a binding pocket present 
in  the  Tus  protein  as  dsDNA  is  melted  by  the  replication  machinery 
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The Pol  III  core  consists of  the  three  subunits α,  ε, and  θ  (McHenry 
and Crow, 1979), with each Pol III HE containing two Pol III core complexes, 
one each for synthesis of the leading and lagging strands (Studwell‐Vaughan 





small θ subunit binds  to ε, but not  to α, and  is  thought  to contribute  to  the 
stability  of  ε  (Studwell‐Vaughan  and  OʹDonnell,  1993;  Taft‐Benz  and 
Schaaper, 2004).  
When it is actively synthesising DNA, each Pol III core is bound to a 
β2  sliding  clamp, which  locks  the  core polymerase onto  the growing DNA 
strand,  improving  stability  and  dramatically  increasing  polymerase 
processivity  (Johnson  and OʹDonnell,  2005).  The  loading  of  sliding  clamp 
and core polymerase subunits onto DNA  is performed by the clamp  loader 
or DnaX  complex  [τ2(γ/τ)δδ’χψ], which maintains  transient  contact with  the 
advancing helicase  enzyme and both Pol  III  cores  to hold  the holoenzyme 






















































































































































The  Fingers  domain  comprises  four  subdomains,  duly  termed  the 
Index (residues 641−756), Middle (561−640 and 757−778), Ring (779−838) and 





to  the ε subunit but has no direct role  in  the synthesis of DNA  (Weiczorek 
and McHenry, 2006).  
All bacterial  replicative polymerases belong  to  the C  family of DNA 
polymerases  and  can  be  classified  as  one  of  two major  forms:  in  Gram‐ 
negative  bacteria,  such  as  E.  coli,  the  replicative  polymerase  is  the 
polymerase III α‐subunit (DnaE family), while in Gram‐positive bacteria the 
replicative polymerase  is  termed Pol C  (Ito  and Braithwaite,  1991). The C 
family polymerases are the most efficient of all the polymerase families, and 
together with  the  contribution of  the β2‐clamp and dnaB helicase,  they are 
able to synthesise new DNA exceptionally rapidly (>600 nt/s at 30°C; Breier 
et al., 2005), with high fidelity and they display remarkable processivity (>150 
kb; Mok  and Marians  1987  a  and  b).  Although  completely  distinct  from 
eukaryotic replicative polymerases  (B  family polymerases)  in sequence and 
structural characteristics, the C family replicative polymerases, Pol C and Pol 






















































































































































































probable  remnant  of  an  ancient  gene  duplication  event  (Timinskas  et  al., 
2013).  Furthermore,  it  is  of  interest  to  note  the  absence  of  a  separate 
proofreading  exonuclease  subunit  in  Pol  C  and  the majority  of  Pol  III  α 
polymerases.  It  is  instead  integrated  into a catalytically active PHP domain 
(Aravind  and  Koonin,  1998;  Rock  et  al.,  2015).  The  separation  of  the 




  The  universal  presence  of  the  PHP  domain  within  all  C  family 
polymerases  suggests  an  essential  function  supplementary  to  exonuclease 
activity. Indeed, a high degree of structural similarity remains between Pol C 
and  Pol  III  α  PHP  domains,  regardless  of  the  absence  or  presence  of 
exonuclease activity or the full or partial loss of metal binding ability. The E. 
coli PHP domain displays no measureable exonuclease activity and has lost 
metal‐binding  residues  at  its  quiescent  active  site  (Lamers  et  al.,  2006). 
Remarkably,  however,  the  metal‐binding  ability  of  the  domain  can  be 
restored  experimentally  by  just  three point mutations  (Barros  et  al.,  2013), 
demonstrating  a  high  level  of  structural  similarity  between C‐family  PHP 
domains, which  exhibit metalloenzymatic  activity,  and  the E.  coli Pol  III  α 
PHP domain, which has ceded its enzymatic activity to the separate Pol III ε 
subunit. Furthermore,  the PHP domain has  also been  shown  to  contribute 
significantly  to  the global  stability  and polymerisation  activity  of Pol  III  α 
(Barros  et  al.,  2013),  indicating  an  important  role within  the  context of  the 
replisome that is yet to be fully understood.  




D401,  D403  and  D555  in  E.  coli  α,  absolutely  conserved  (Pritchard  and 
McHenry,  1999;  Timinskas  et  al.,  2013).  Intriguingly,  the  coordination  of 
active  site  residues,  magnesium  ions  and  incoming  nucleotide  is  near 
identical  to  that of  the X  family polymerases, such as  the eukaryotic repair 
polymerase  Pol  β, which  display  a  significantly  reduced  catalytic  rate  of 
synthesis  (Pelletier  et  al.,  1994;  Lamers  et  al.,  2006).  Consequently,  the 
comparatively rapid rate of DNA synthesis by bacterial C family replicative 
polymerases cannot be explained by the composition of the active site alone. 
It  has  been  suggested  that  the  extended  Fingers  domain  of  Pol  C  family 
polymerases  (a  distinctive  feature much  larger  than  in  any  other  known 
polymerase) may have a significant role in enhancing catalytic rate (Lamers 
and O’Donnell, 2008). 
  The  E.  coli  α  polymerase  subunit makes  several  interactions with  a 
variety  of  different  replisomal  protein  subunits,  facilitating  its  dynamic 
loading  onto  and dissociation  from DNA during  cycles  of  replication  and 
repair, as well as maintaining polymerase stability during processive DNA 
synthesis. Loading of Pol  III α onto a  template DNA  is  facilitated by  the  τ 




one  of  two  hydrophobic  binding  pockets  present  in  the  clamp  dimer 
(discussed  further  in  Section  1.3.1.4). A  second  ‘external’  β‐binding motif, 
located  at  the  extreme C‐terminal  end  of  the  α  subunit  (Figure  1.7C),  has 
previously  been  proposed  to  bind  the  remaining  β  subunit  hydrophobic 
pocket  during  processive  replication  (Leu  et  al.,  2003),  however,  recent  in 
vitro experiments (Jergic et al., 2013) have shown this position to be occupied 





The  ε  proofreading  exonuclease  subunit  binds  tightly  (KD  =  5  nM; 
Weiczorek and McHenry, 2006)  to  the α polymerase within  the N‐terminal 
PHP domain, with the pair remaining in contact throughout processive DNA 
synthesis  and  proofreading  events.  Binding  of  ε  to  α  has  been  shown  to 




The  ε  subunit  of  E.  coli DNA  Pol  III  is  the  242  residue  (27.5  kDa) 
product of the dnaQ gene (Scheuermann et al., 1983) and is solely responsible 
for  the  3’→5’  exonuclease  activity  of  the  E.  coli  core  (Scheuermann  and 
Echols, 1984; Maki and Kornberg, 1985). The  structured  N‐terminal  domain 
(residues  2–180)  is  connected  via  a  flexible  Q‐linker  region  identified  by 
NMR (Ozawa et al., 2008) to an intrinsically unstructured C‐terminal domain 
(residues 201–243, at least), which contains the α binding site (Taft‐Benz and 
Schaaper,  1999;  Figure  1.8).  The  flexible  interdomain  region  includes  the 




β2 subunit during processive DNA  synthesis and contributes  to  the overall 
stability  of  the Pol  III  αεθβ2 complex  on  template DNA  (Jergic  et  al.,  2013; 
Ozawa et al., 2013; Toste Rêgo et al., 2013).  
The crystal structure of the N‐terminal domain (ε180) of the ε subunit 













































































































































































ostensibly governs a more  transient  interaction and may allow  the catalytic 
domain of the ε subunit to completely dissociate from the β2 clamp, yet still 
remain  localized  at  the  template DNA  as  the  holoenzyme  shifts  between 
different modes of operation. Structural models of  the αεθβ2 complex on  a 
template DNA oligo show a distance >70 Å between the active sites of the α 
polymerase  subunit  and  the ε N‐terminal  domain,  indicating  a  significant 
conformational  change  would  be  expected  to  occur  when  transferring  a 
mismatched  template DNA between  the  two sites  (Ozawa  et al., 2013). The 
flexibility provided  to  the ε catalytic domain by a  long and  flexible  linking 
region  can  be  speculated  to  play  a  role  in  primer‐template  handover; 
however,  a  detailed  understanding  of  the  dynamics  of  the  ε  N‐terminal 
catalytic  domain  during  cycles  of  replication,  editing  and  repair  remains 
unclear.  
The  dynamics  of  the  ε  subunit  are  likely  highly  complex  and may 
involve additional undiscovered transient interactions with other replication 
associated proteins,  including  intermediate modes of  interaction  that are of 
functional  interest.  The  potential  short‐lived  and  weak  nature  of  many 
replisomal  protein  interactions  (and motor  proteins  in  general) makes  the 
identification  and  full  characterization  of  their  physiological  roles  a 
significant  experimental  challenge. Novel methodologies  and multifaceted 
experimental  approaches  are  required  to  better  understand  the  functional 
role of individual subunits within large motor proteins. Several experimental 
approaches  are  applied  in  this Thesis  in  the  investigation of  the  structural 
and functional characteristics of the ε subunit. 
 












































































































































































gene  has  been  shown  to  be  capable  of  substituting  for  holE  (Chikova  and 
Schaaper,  2005)  and  displays  a  very  similar NMR  structure  (Keniry  et  al., 
2006; Mueller et al., 2005). A crystal structure of the HOT protein in complex 
with  the  ε N‐terminal  catalytic domain has also been  solved, providing an 
insight  into  how  the  θ  subunit  may  interact  with  and  stablise  the  ε 
proofreading subunit (Kirby et al., 2006).     
Further investigations into the role of the θ subunit have shown that it 
plays  a  role  in  stabilising  the  ε  subunit  and  improving  fidelity  (Studwell‐
Vaughan  and  OʹDonnell,  1993;  Taft‐Benz  and  Schaaper,  2004)  as  well  as 
enhancing ε solubility during cell free protein synthesis (Ozawa et al., 2008). 






amino  acid  residue  subunits  combine  to  form  a  ring‐shaped dimer, which 
encircles  and diffuses  freely  (random  translocation by  thermal  fluctuation) 
along double‐stranded DNA (Figure 1.10; Kong et al., 1992; Cho et al., 2014). 
A  variety  of  replication  associated  proteins,  including  all  five  E.  coli 
polymerases, are known  to  interchangeably bind  to  the β2 clamp at slightly 
different  contact  points  within  a  common  hydrophobic  binding  pocket 
present on each β subunit monomer (Johnson and OʹDonnell, 2005; Lopez de 
Saro  et  al.,  2006;  Georgescu  et  al.,  2008; Wolff  et  al.,  2011).  Proteins  that 
interact  with  the  β2  clamp  do  so  through  a  universal  pentapeptide  or 
hexapeptide linear clamp binding motif (CBM) with the formula QLx1Lx2F/L 
(where x  is any amino acid; S/D preferred at x1; x2 may be absent),  that are 









































































































































(Figure 1.10A, B and C; Kong  et  al., 1992; Oakley  et  al., 2003). The  internal 
face  carries  a net positive  charge  that  interacts with both  single‐  (KD  =  450 
nM)  and  double‐stranded  (KD  =  120  nM)  DNA.  Once  loaded  around  the 
nascent DNA template, the C‐terminal face of the dimer makes contact with 
the  α  polymerase  through  one  of  the  symmetrically  related  hydrophobic 
binding pockets located on each monomer (Figure 1.10C; La Duca et al., 1986; 




synthesis  (Jergic  et  al.,  2013).  The  ε-β interaction  is  quite  weak,  however 
(approximately 200 fold weaker than the α-β interaction), and  it  is probable 
that this site becomes transiently available for other proteins that are known 
to bind  the clamp, providing access  to  the DNA  template as  the  replisome 
switches  from modes of polymerization, editing and repair. O’Donnell and 
colleagues  have  previously  proposed  a  ‘toolbelt’  model  for  the  clamp, 
offering an analogy for the ability of the two binding pockets of the β2 dimer 
to  interchangeably  bind  and  localize  a  number  of  replication  associated 
proteins  (such  as  the  lesion  bypass  polymerase  Pol  IV)  to  the  primed 
template  junction (Indiani et al., 2005). Interestingly,  it has also been shown 









III and  IV during  lesion bypass.  It  remains unclear precisely what  role  the 
clamp dimer plays  in  organising  and  recruiting  additional  proteins  to  the 
primed  template  DNA  as  the  replisome  alternates  between  modes  of 
replication and repair.  
The β2  clamp  is  loaded onto primed DNA by  interaction with  the  δ 
subunit  of  the  clamp  loader  complex  (see  Section  1.3.1.5)  in  an  ATP 
dependent reaction. Binding of  the δ subunit  to β2 occurs at one of  the  two 
hydrophobic binding pockets of  the  β dimer,  as well  as  interacting with  a 
helical  segment  that  is  thought  to destabilise  one  of  the  two  clamp dimer 
interfaces, opening the ring (Jeruzalmi et al., 2001) and positioning it around 
dsDNA.  It  is proposed  that  interactions between DNA and  residues  in  the 
binding  pocket  may  displace  δ  as  the  clamp  is  being  loaded,  breaking 
connections with  the  clamp  loader  complex  and  closing  the  ring  around 
DNA  in  the  process  (Jeruzalmi  et  al.,  2001).  Thus,  the  process  of  clamp 

























































































































































































gene  (Dong  et  al., 1993)  that binds  the  δ  subunit and  either one  τ or one  γ 
subunit  (both  products  of  the  dnaX  gene;  see  following  paragraph)  of  an 
assembled  clamp  loader  complex  (Song and McHenry, 2001; Bullard  et  al., 









is produced by a –1  ribosomal  translational  frameshift caused by a hairpin 
following a “slippery” oligo(A) sequence  in the mRNA. This frameshift has 
an efficiency of 40% (80% in an overproducing cell) and can be abolished by 
a mutation  in  the oligo(A) region  (Flower and McHenry, 1990; Tsuchihashi 
and Kornberg, 1990). The  τ  subunit  comprises  five domains, with domains 
four and five being absent in the truncated γ subunit (Jeruzalmi et al., 2001b; 
Gao and McHenry, 2001). Domains I and II are involved in ATPase activity, 
while  domain  III  participates  in  oligomerisation  (Kelman  and  O’Donnell, 
1995; Gao and McHenry, 2000). The 24 kDa C‐terminal  fragment unique  to 
the τ subunit contains two additional domains, with domain IV responsible 
for  interaction  with  the  DnaB6  helicase  (Gao  and  McHenry,  2001b)  and 
domain V containing the site of interaction with the α subunit (Su et al., 2007; 











however,  has  been  a  source  of  debate.  Experimental  evidence  exists  that 




of  τ would  offer  the  interesting  possibility  that  the  holoenzyme  can  bind 





largely  stochastic, with  some holoenzymes  containing  three molecules of  τ 
and others two.   






of  the  clamp  loader  under  elevated  salt  conditions.  A  peptide  of  15  C‐
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tetramer  also  interacts with  over  a  dozen  genomic maintenance  proteins, 
including  DnaG  primase,  the  χ accessory  subunit  of  the  clamp  loader 
complex, Pol II, Pol V and exonuclease I  (reviewed by Shereda et al., 2008). 
The common site  for all characterised  interactions  is a highly conserved C‐
terminal motif (in E. coli this motif is located from residues 169–177 of each of 
the  177  amino  acid monomer  chains:  ‐Met‐Asp‐Phe‐Asp‐Asp‐Asp‐Ile‐Pro‐
Phe;  Lu  and  Keck,  2008)  that  remains  disordered  in  full‐length  crystal 
structures of SSB tetramers, suggesting this C‐terminal ‘tail’ remains flexible 
in the context of the tetramer (Matsumoto et al., 2000; Savvides et al., 2004). 
The  SSB  tetramer  therefore  plays  an  important  role  in  replication  as  an 
organizer  protein  that  interacts  with  a  network  of  protein  subunits, 




  The  sophisticated  architecture  of  Pol  III  HE  represents  a  level  of 
molecular  organisation  and  complexity  in  the  cell  that was  impossible  to 
envision as recently as a few decades ago. Many important processes in the 
cell  are  now  known  to  involve  the  cooperative  action  of  many  protein 





  Many  cellular  operations  require  highly  specialised  and  intricate 




range)  and  contain  multiple  unstructured  and  highly  flexible  peptide 
regions, making  static  structure  determination  of  complete  complexes  by 
crystallography  difficult  and  often  unfeasible.  Structural  information 
provided  by  nuclear  magnetic  resonance  (NMR)  is  generally  limited  to 
proteins  of  a  molecular  weight  under  approximately  50  kDa  (notable 
exceptions to this  limit exist; Fiaux et al., 2002) and the techniques of small‐
angle  X‐ray  scattering  (SAXS)  is  resolution  limited  and more  suitable  for 
studying the overall shape and dimensions of a protein of protein complex. 
The  resolution  limit  of  electron  microscopy  (EM)  is  rapidly  improving, 
generating structural models of under 10 Å resolution and allowing for the 
accurate  building  of  atomic  resolution  multi‐protein  complex  models  by 
docking  crystallographic  or  NMR  structures  of  individual  component 
subunits or domains (Fernandez‐Leiro et al., 2015).   
Individual protein subunits within a large dynamic complex are held 
together  by  a  network  of  interactions  that  are  organised  in  a  hierarchy  of 
strength.  The  tightest  and most  stable  of  these  interactions  (KD  in  the  nM 
range  or  lower)  are  more  readily  identified  and  characterised  using 
traditional  biochemical  techniques  such  as  affinity  purification  or  gel‐
filtration,  while  more  advanced  techniques  such  as  surface  plasmon 
resonance  (SPR) and native electrospray  ionisation  (ESI) mass spectrometry 




suite of single‐molecule based  techniques,  including  fluorescence and  force 
manipulation  experiments,  are  now  routinely  exploited  in  the  laboratory 
(Deniz et al., 2008; Tanner et al., 2008, van Oijen and Dixon 2015).   






information  acquired  from  a  range  of  techniques  can  be  pieced  together 
gradually  in  an  effort  to  refine  structural  models  and  generate  new 
hypotheses  regarding  the  function  of  large protein  assemblies. A  range  of 
structural  and  functional  experimental  techniques  are  utilised  within  the 
work  described  in  this  Thesis,  including  protein  crystallography,  SAXS, 




  The  scope  of my  PhD  programme was  to  study  the  structure  and 
function  of  the  subunits  of  the  β2αεθ complex,  specifically  focusing  on  the 
structure and functional role of the ε proofreading subunit within the Pol III 
HE.  In  Chapter  3  I  present  a  crystal  structure  displaying  the  site  of 
interaction between the α and ε subunits. In Chapter 4 I utilise this structural 








































  The  E.  coli  strain  AN1459  (F−  ilv  leu  thr  supE  recA  srlA::Tn10; 
Vasudevan  et  al.,  1991) was  used  as  a  host  for  plasmid  preparation  and 
selection during molecular cloning as well as a  long‐term storage strain  for 
maintenance.  The  commercially  available  strain  DH5α [fhuA2  Δ(argF‐




expression  of  genes  contained within  the  frequently  used  pET  expression 
plasmid system. The dnaN gene (coding for the E. coli β2 sliding clamp) was 
expressed  under  the  control  of  heat‐inducible  phage  λ  promoters  in  the 
AN1459 strain (Vasuvedan et al., 1991). 
The  pET  expression  system  places  genes  under  control  of  the  T7 
promoter  and  enables  overexpression  of  proteins  by  induction  with  the 
allolactose mimic  isopropyl β‐D‐1‐thiogalactopyranoside  (IPTG). The E.  coli 
strains  BL21(λDE3)recA  [recA  srlA::Tn10]  (Williams  et  al.,  2002)  or 
BL21(λDE3)/pLysS  (Studier  et  al.,  1990)  were  used  as  hosts  for  protein 
overproduction  of  genes  contained within  a  pET  expression  vector.  These 
strains lack the lon and ompT protease genes and limit proteolysis of proteins 
during purification. The  recA mutation  stabilizes plasmids  containing  host 
genes by supressing  their  integration  in  the E. coli chromosome. The pLysS 
plasmid  codes  for  the production of T7  lysozyme, which  inhibits T7 RNA 
polymerase  and  prevents  the  ‘leaky’  expression  of  potentially  toxic  genes 





The plasmid vector pETMCSI  (Neylon  et  al., 2000; Figure 2.1A) was 





the  BL21(λDE3)  host  strain  described  above  (Section  2.1.1).  Alternatively, 
genes under control of the T7 expression system were at times overexpressed 
using  an  autoinduction  growth  medium  (Section  2.1.4.3).  Using  this 
approach,  cell  cultures were grown  at  lower  temperatures  (<25°C)  to high 
densities  using  a  phosphate  buffering  system  with  glucose  and  glycerol 
present in the medium as the primary metabolic carbon sources. Once these 
preferential  carbon  sources are exhausted,  cells begin  to metabolise  lactose 
present  in  the  autoinduction medium,  generating  allolactose  that  induces 
production of T7 RNA polymerase under the control of the lac promoter on 
the  λDE3  prophage  and  stimulates  high‐level  production  of  a  protein  of 
interest. The plasmid pETMCSI  contains  a ColE1 origin of  replication  (ori) 
and  confers  the host  cell with  resistance  to ampicillin by  transcription and 
translation of the bla gene.  
Plasmid vector pCE30 (Love et al., 1996; Figure 2.1B) was utilised only 
once  in  this work,  as  a  host  plasmid  for  the  dnaN  gene  (coding  for  the  β 
subunit)  that had been  inserted within  the MCS. This plasmid  construct  is 
designated  as  pND261  (Oakley  et  al.,  2003).  The  parental  vector  pCE30 
contains tandem pR and pL promoters from the bacteriophage λ, which enable 
the high‐level transcription of a downstream gene. Transcription from these 





42°C  stimulates dissociation  of  the  temperature‐sensitive  repressor protein 
from  the  operators  and  permits  high‐level  transcription  of  a  downstream 
gene(s) of interest.  
  Plasmid  vector  pND517  (Figure  2.1C)  contains  the  wild‐type  dnaE 
gene (coding for the E. coli α polymerase subunit) under control of the IPTG‐
inducible tac promotor and had been previously constructed to optimise the 
translation  initiation  region  upstream  of  the  dnaE  gene  and  boost 
overproduction  of  α (as  described  in  Wijffels  et  al.,  2004).  The  plasmid 
pKO1538 (coding for the α mutant αE612K; overproduction and purification 
described  in  Section  4.2.3.8)  had  also  previously  been  constructed  by 
generating  a  single‐point  mutation  in  the  dnaE  gene  of  pND517.  This 
plasmid was provided as a kind gift from Dr Kiyoshi Ozawa. The αL variant 
of  the  dnaE  gene  (overproduction  and  purification  described  in  Section 
4.2.4.3)  was  contained  within  the  parental  vector  pETMCSI  (Jergic  et  al., 
2013). 
  Plasmid vector pBOB  (Figure 2.1D) was constructed by Dr Slobodan 
Jergic  by  removing  the  dnaE  gene  from  pND517  and  adding  an  NdeI 
restriction  site at  its ATG start codon. This vector construct enables simple 
transfer of gene  inserts between pET based vectors  (i.e. pETMCSI) and  the 
pBOB  vector,  which  contains  the  optimised  translation  initiation  region 
found in pND517. The vector pSJ2132 (Dr Slobodan Jergic) contains the dnaE 
gene within the pBOB vector and was utilised in this Thesis for the one‐step 
transfer  of  the  dnaE  gene  into  a  pETMSCI  based  vector  containing  a 








































































  E.  coli  strains  were  grown  in  autoclaved  LB  medium  (Luria  and 
Burrous, 1957) supplemented with 25 mg/L thymine (LBT) and, as required, 





where  required,  30  or  39°C  to  limit  unwanted  protein  expression  and/or 




E.  coli  strains  were  grown  on  LB  agar  plates  [15  g/L  agar  in  LB 
medium,  supplemented with  appropriate  antibiotics  (Section  2.1.4.1)]  in  a 




  This  medium  was  used  to  enhance  culture  density  and  increase 












  Double‐labelled  13C,15N  proteins  were  expressed  in  a  M9  minimal 
medium (Miller, 1972), containing 100 mM NaH2PO4 at pH 7.1, trace salts, 1 
mM MgSO4, 100 mg/L ampicillin, 35 mg/L chloramphenicol, 1.5 g/L 13C D(+)‐








first  described  by  Kleppe  et  al.  (1971)  and  Saiki  et  al.  (1988).  Reaction 
mixtures  contained,  in general, 4‒8 ng of purified plasmid  template DNA, 
0.3 μM each of  forward and reverse primers  (15‒25mer), 1 mM dNTP mix, 




step  at  95°C,  followed  by  34  cycles  of  30  s  denaturation  at  95°C,  30  s 
annealing  at  55‒65°C  (dependant  on  calculated  primer  melting 
temperatures)  and  1 min/kb  extension  at  72°C,  before  concluding with  a 
45 
 




Following  ligation  and  transformation,  plasmids  in  transformants 
were screened for the presence of insert DNA directly from colonies using a 
modified  PCR  protocol  to  that  described  in  Section  2.2.1.1.  Cells  from  a 
selected colony were suspended in 50 μL of sterile Milli‐Q H2O and 1 μL of 




H2O added  to give a  total  reaction volume of 10  μL. PCR  cycle  conditions 




Site  directed  mutagenesis  was  performed  using  the  QuikChange® 
mutagenesis kit  (Stratagene). The PCR cycling protocol used was similar  to 
that outlined in Section 2.2.1.1 for a standard polymerase chain reaction, with 
the  exceptions  of  an  increased  extension  time  (1 min  per  kb)  required  to 









  Chemically  competent  E.  coli  cells  were  prepared  using  CaCl2 
following  the procedure outlined by Morrison  (1979). Competent  cells and 
plasmid DNA were mixed  on  ice  for  30 min  then  subjected  to heat  shock 
treatment at 42°C for 1 min. Following heat shock, cells were recovered in LB 
medium  (Section 2.1.4.1) at 37°C  for 1 h  then plated on LB agar containing 
appropriate  antibiotic(s)  (Section  2.1.4.2).  Single  colonies  of  cells  were 
selected  and  struck‐purified  to  ensure  genetically  homogenous  cell  lines. 
Less frequently, electrocompetent cells prepared and utilized as described by 
Miller  and Nickoloff  (1995) were  used  for  the  transformation  of  plasmid 




  Small‐scale plasmid preparations  (up  to 10  μg) were prepared  from 
cells  grown  overnight  on  LB  plates  (Section  2.1.4.2)  containing  relevant 
antibiotics. Cells were collected,  lysed and purified using  the commercially 
available  QIAprep  Spin Miniprep  Kit  (Qiagen,  Germantown, MD,  USA). 
Plasmid  DNA  obtained  using  this  method  was  subsequently  used  for 




All  restriction  endonucleases  (e.g. NdeI, EcoRI and BamHI) and  their 
recommended buffers were supplied by New England Biolabs (NEB, USA). 




37°C  for 2–4 h using 10–20 units of  the  required  enzyme(s) and 2–5  μg of 
plasmid  DNA,  dependant  on  molecular  weight.  Following  digestions, 
reactions were  terminated using heat  inactivation at 65–75°C  for at  least 20 
min. Digested vector DNA samples were frequently treated with 1–5 units of 
Antarctic  phosphatase  (NEB)  at  37°C  for  20 min  per  reaction mixture  to 
remove  5’‐phosphate monoesters  to  prevent  self‐ligation. Digestions were 













Ligation  of  DNA  fragments  was  performed  using  T4  DNA  ligase 











  Concentration  of  double‐stranded  (ds)  DNA  was  determined 
spectrophotometrically using a NanoDrop 2000c UV‐Vis spectrophotometer 
with packaged control and reporting software (Thermo Scientific), assuming 





  Plasmid  and  oligomeric  DNA  were  separated  for  preparative  and 




Borst,  1972;  Hayward  and  Smith,  1972)  containing  0.5  μg/mL  ethidium 
bromide (EtBr; Bio‐Rad). Prior to loading, samples were mixed with a DNA 
loading  dye  (10 mM  Tris‐HCl,  pH  7.6,  0.03 %  bromophenol  blue,  0.03 % 
xylene  cyanol  FF,  60%  glycerol,  60  mM  EDTA;  ThermoFisher  Scientific). 
Electrophoresis was performed  at  40‒80 V until  the  required  resolution  of 
DNA  fragments  was  achieved.  DNA  was  visualised  using  a  UV 
transilluminator  (Universal  Hood  II  Gel  Doc,  Bio‐Rad)  and  band  sizes 
compared  to  a  commercial  DNA  marker  (GeneRuler  100‒10,000  bp; 














  DNA  fragments  were  purified  from  a  reaction  mixture  using  the 




  Plasmid  or  oligonucleotide  DNA  was  prepared  for  sequencing  by 
PCR  using  the  BigDye  Terminator  v3.1  Cycle  Sequencing  Kit  (Applied 
Biosystems,  USA).  Vector  specific  primers  designed  to  flank  gene  inserts 
were  commonly  used  to  prepare  samples  for  sequencing  of whole  genes. 
Primers designed  to  anneal within  a gene of  interest were  also  employed, 
where required, to extend sequencing coverage over a long gene or target a 
region  of  interest  within  a  gene.  Reaction  mixtures  and  thermal  cycling 
conditions  were  as  recommended  in  the  protocols  accompanying  the 
sequencing  kit  (Applied  Biosystems).  Following  PCR  cycling,  DNA  was 
purified  from  the  reaction  mixture  by  precipitation  with  ethanol, 
centrifugation and the removal of supernatant by pipetting and evaporation. 
Samples were submitted to the sequencing facility at the School of Biological 
Sciences,  University  of  Wollongong  for  analysis  using  a  3130xI  Genetic 
Analyzer  (Applied  Biosystems).  Sequencing  data  were  analysed  using 
50 
 











  Chromatographic  purification  of  overproduced  proteins  was 
performed utilising  columns  containing  a  range  of  stationary‐phase  resins 
and  other  materials  (e.g.  hydroxylapatite)  that  were  connected  to  an 
automated  FPLC  instrument  (ÄKTApurifier  or  ÄKTAFPLC,  GE).  The 
delivery  of  mobile‐phase  solutions  and  the  monitoring  and  collection  of 
eluent from connected columns was monitored, controlled and evaluated in 
real‐time or by executing programmed methods using UNICORN software 




  Purified  protein  samples  were  most  often  concentrated  by 
precipitation with  ammonium  sulphate  or  by  centrifugation  using  a  size 
exclusion  filter  unit.  Proteins  were  precipitated  by  the  addition  of  solid 
ammonium  sulphate  to  samples  (0.45  g/mL)  then  centrifugation  and 





units  (Amicon  Ultra‐4  or  Ultra‐15;  Millipore,  Germany)  of  a  desired 
molecular weight cut‐off (MWCO) were used to reduce the volume of buffer 
in a sample while retaining the desired protein.  
  On  occasion,  samples  of  very  dilute  protein  were  required  to  be 
concentrated  for  analysis  by  SDS‐PAGE  using  precipitation with  acetone.  
Four volumes of  ice‐cold acetone were added  to samples, which were  then 
left on  ice  for at  least 15 min before  centrifugation  (20 000 x g;  20 min)  to 
collect  protein  pellets.  Following  centrifugation,  the  supernatant  was 
removed  and  protein  pellets  were  air‐dried.  An  appropriate  volume  of 
protein  loading  buffer  (Section  2.2.2.4) was  then  added  to  each  pellet  to 
achieve the desired protein concentration. 





  Dialysis  of  samples  for  buffer  exchange  was  performed  routinely 
during  protein  purification  and  on  occasion  for  experimental  sample 
preparation.  Regenerated  cellulose  dialysis  tubing  (Spectra/Por,  Spectrum 
Laboratories, USA) was most  often  utilised  for  sample  volumes  >500  μL, 
while smaller volumes required for mass spectrometric measurements were 
buffer  exchanged  using  Slide‐A‐Lyzer  mini  dialysis  units  (ThermoFisher 
Scientific). Depending  on  the  extent  of  buffer  exchange  required,  samples 
were most  often  dialysed  against  two  or  three  changes  of  buffer  (volume 







2.2.2.4  Sodium  dodecyl  sulphate  (SDS)‐polyacrylamide  gel  electrophoresis 
(PAGE)  
SDS‐PAGE was used  extensively  throughout  this Thesis, most often 















contamination were heated  at  95°C  for  at  least  3−5 min  to  facilitate  easier 
loading  of  viscous  or  partially  precipitated  samples.  This  step  was  not 
necessary  for  samples  containing  highly  purified  protein.  Gels  were 
electrophoresed  at  160−180 V  for  30−50 min  using  a  connected  PowerPac 
Basic power supply unit (Bio‐Rad) until the desired resolution was obtained. 
Following electrophoresis, acrylamide gels were  removed  from  their 








with  gentle  shaking  that  was  then  similarly  heated.  To  achieve  optimal 










positive charge necessary  for detection. Using  this approach,  the molecular 
mass of purified protein samples could usually be determined  to <0.01% of 
the total molecular mass of the protein. Alternatively, protein samples were 
also analysed by mass spectrometry  in  their native conformation  following 
extensive dialysis  (up  to 5  changes of 0.5−1 L)  into a buffer of ammonium 
acetate  (100−500  μM)  and  the  reducing  agent  β‐mercaptoethanol  (1 mM). 
This approach was required where the native conformation of proteins was 
required  to be maintained  to assess  intra‐ or  intermolecular protein‐protein 
interactions  or  where  a  protein  was  unamenable  to  accurate  mass 

































structure of the E. coli ε 
proofreading subunit 
C-terminal segment in complex 











































































































































































































Crystallisation of  the  full‐length  ε  subunit has  likely been  impeded by  the 
flexibility  of  the  εCTS  and,  in  a  similar manner,  the  flexible  interdomain 
region  of  the  ε  subunit would  be  expected  to prevent  co‐crystallisation  of 
full‐length  ε with  full‐length  or  a C‐terminally  truncated  version  of  the  α 
subunit.  Additionally,  the  inherent  lack  of  structure  in  the  εCTS  and  its 
propensity  to  aggregate  precludes  its  isolation  as  a  recombinant  peptide 
expressed in vivo (Perrino et al., 1999). 
  The ε subunit  is known  to bind within  the  first 320 residues of the α 
subunit  (Wieczorek  and McHenry,  2006),  which  includes  the  N‐terminal 
PHP domain  (residues 1–270; Lamers  et al., 2006). Extensive solution NMR 
and  cross‐linking  studies  performed  by  Dr  Kiyoshi  Ozawa  (outlined  in 
Ozawa et al, 2008 and Ozawa et al, 2013) identified candidate residues of the 
εCTS involved in binding to the α N‐terminal domain. Residues of the εCTS 
from Thr183–Thr201  remain  highly  flexible when  in  the presence  of  the  α 
PHP  domain, while  those  between  Thr201  and  Ala209  appear  to  be  less 
mobile  and  potentially  comprise  a  region  of  transient  interaction with  α. 
Those  residues C‐terminal  to Gln208  seem  to  remain  in permanent  contact 
with the α PHP domain, facilitating the tight and stable  interaction between 
the pair. In response to these data, an unconventional approach was taken in 
an attempt to obtain a crystal structure displaying this interaction.  
A  chimeric  protein  construct  comprising  both  the  εCTS  (ε  residues 
209–243) and the α N‐terminal PHP domain (α residues 1–270) was generated 
by  placing  a  9  a.a  linker  (–TRESGSIGS–)  between  the  two  domains, 
positioned immediately following the C‐terminus of CTS and preceding the 
N‐terminus of the  PHP domain. This linker was chosen for this project as it 
had  been  shown  previously  to  successfully  cyclise  interacting  protein 
domains  while  remaining  highly  flexible,  as  demonstrated  by  NMR 
(Williams  et  al.,  2002  and Williams  et  al.,  2005),  This  approach  artificially 




molecule  was  solved  in  conjunction  with  Dr  Andrew  Robinson  and 
Associate Professor Aaron Oakley during  an Honours  research project  (N. 
Horan, Honours Thesis, 2010; PDB  ID: 4GX8), demonstrating  the nature of 
the  interaction  between  these  two  domains.  Subsequent  analysis  of  the 
structure  revealed  an  unintentional  leucine  to  proline  amino  acid 
substitution at a.a position 21 of  the α chain, originating  from a previously 




Figure  3.5  for  presentation  of  the  lengthened  structure  of  ε200α270P).  The 
contact was characterised by a region of random coil at the C‐terminal end of 
the εCTS, followed by a single α‐helix and a second short segment of random 
coil  immediately  preceding  the  interdomain  linking  peptide  (Ozawa  et  al, 
2013 and N. Horan, Honours Thesis, 2010). A region of comparatively poor 
electron density around  the N‐terminus of  the construct  (ε residues Ala209 




linker  residues unavailable  in  the  structure  of  ε209α270P  (ε  residues  188–208) 
have the potential to span a contour length >60 Å, providing a high degree of 
flexibility  for  conformation  changes  involving  the  ε  N‐terminal  catalytic 
domain  that  likely  occur  during  switching  between  polymerisation  and 





β2αεθ complex  and  generate  new  hypotheses  concerning  the  dynamic 
movement of the proofreading subunit during the replication cycle.  
This experimental chapter describes the construction and purification 
of  a number  of  ε:α270 variants,  comprising  successively  longer  interdomain 
linker regions beginning at ε residues 200, 189, 180 and 1 (full‐length). It was 
anticipated  that  a  crystal  structure  of  one,  or  more,  extended  constructs 
might provide additional  structural  information useful  for  further defining 
the  path  of  the  linker  region.  In  addition  to  these  proteins,  a  version  of 
ε209α270P was produced with  the unintentional  leucine  to proline mutation  in 
the α270 chain reverted to wild‐type (designated here as ε209α270). Although this 
mutation was far from the site of interaction between the two domains and is 
unlikely  to  have  any  effect  on  the  nature  of  interaction  between  them,  a 
crystal structure of the unmutated construct would nevertheless be desirable. 
The corrected protein was also predicted  to be  reasonably easy  to produce 
and purify in tandem with the additional linked variants.   
Localising  the  εCTS  and  α270  domains with  a  flexible  9  amino  acid 
linker  successfully  enabled  their  co‐purifcation  as  the  soluble  and 
crystallisable  construct  ε209α270P.  Constraining  the  two  domains  with  an 
artificial  linker  might  perturb  the  site  of  interaction  or  prevent  the  two 
domains  from  interacting  at  their native  sites. To  test  for  this possibility  a 
‘reverse’ linked construct, where the ε209 and α270 domains were positioned in 
the  opposite  order  about  the  interdomain  linking  peptide, was  produced, 
purified and analysed here alongside ε209α270 using mass spectrometry under 
native  conditions.  It was  hypothesised  that  the  alternate  linker  placement 
within  this  construct  (termed  α270ε209) would  be  unable  to  facilitate  stable 
































































































The plasmid pNH1543  (coding  for  the  linked‐construct  ε200α270P) was 
made  by  first  PCR  amplifying  the  linker–α270  fragment  from  the  plasmid 
pKO1479 (coding for ε209α270P; Ozawa e al., 2013) with primers 564 and 566 and 
the PCR  amplification  of  the  ε200‐243 C‐terminal  fragment  from  the plasmid 
pSH1017  (containing  the wild‐type  dnaQ gene,  coding  for  the  full‐length  ε 
subunit; Scheuermann  et al., 1983) with primers 565 and 568. The  resulting 
PCR  products were mixed  together  and  re‐amplified  using  primers  564A 
and 568  to generate a  single product  flanked by NdeI and EcoRI  restriction 
sites.  Following  cleavage  with  appropriate  enzymes,  the  fragment  was 
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primer 570, 572 or 574  to generate  the  three  successively  longer  constructs 
required.  
DNA  sequencing  of  the  plasmid  pKO1479  (used  to  generate  the 
linker–α270 fragment) had revealed a single‐point mutation corresponding to 
a  leucine  to  proline  change  at  a.a.  position  21  in  the  α270  segment. 
Consequently,  the  four extended constructs described above also contained 
this  mutation.  This  error  was  corrected  in  the  plasmid  pKO1479  by 
amplification  of  the  wild‐type  α270  segment  from  plasmid  pKO1538  with 
primers  0002  and  564A  to generate  a PCR product  flanked by BamHI  and 
EcoRI restriction sites. Following cleavage with these enzymes, the fragment 
was  reinserted  into  the  plasmid  pKO1479  in  place  of  the  mutated  α270P 
segment to give the plasmid pNH1560.  
The  plasmid  pKO1539  (coding  for  the  construct  α270ε209)  had  been 
prepared previously (Ozawa et al. 2013) and was kindly made available for 
use by Dr Kiyoshi Ozawa.  
   
3.2.3 Protein purification buffers 
Buffers used were as follows: lysis buffer (50 mM Tris.HCl, pH 7.6, 2 
mM  EDTA,  2 mM  DTT,  20 mM  spermidine,  0.5 mM  PMSF,  10 %  (w/v) 
sucrose); resuspension buffer (50 mM Tris.HCl, pH 7.6, 1 mM EDTA, 1 mM 
DTT, 20 % glycerol, 160 mM NaCl; filtered); chromatography buffer (50 mM 











comparable  protocol  to  that  initially  devised  for  the  production  and 
purification  of  ε209α270P  (N.  Horan,  Honours  Thesis,  2010).  A  common 
methodology  will  be  described  here  only  once  and  any  relevant 
modifications  noted  within.  A  summary  of  each  purification  procedure 
including yield, purity, molecular weight characterisation etc. can be  found 
in Table 3.1 and Figure 3.3.  
  Phage  T7  promotor  plasmids  pKO1539,  pNH1560,  pNH1543, 
pNH1544,  pNH1545  and  pNH1546  (coding  for  protein  constructs  α270ε209, 
ε209α270,  ε200α270P,  ε189α270P,  ε180α270P  and  εα270P,  respectively)  were  individually 
transformed  into  chemically  competent E.  coli BL21/pLysS  cells  and  single 





was  grown  in  6  ×  1 L  of  LBTA/C medium  at  37°C  to  an OD600  of  0.5. To 
induce overproduction,  IPTG was added  to 0.5 mM and  the  cultures were 
shaken  for  a  further  4  h  at  37°C.  Cells were  harvested  by  centrifugation 
(11000 × g; 7 min), frozen in liquid nitrogen and stored at –80°C. To improve 
yield,  the  E.  coli  strains  BL21/pLysS/pNH1560,  /pNH1543,  /pNH1544, 
/pNH1545  and  /pNH1546  (coding  for  proteins  ε209α270,  ε200α270P,  ε189α270P  and 
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ε180α270P,  respectively) were grown  in 1L  each of LB autoinduction medium 
(Section  2.1.4.3)  containing  ampicillin  (100 mg/L)  and  chloramphenicol  (35 
mg/L). Cultures were grown at 27°C for 48 h to final OD600 readings of 8‒9, 
with  the  exception  of  the  culture  producing  the  ε209α270  variant,  which 
obtained a final OD600 reading of 17.5. Cells were harvested by centrifugation 
(17 000 × g; 7 min),  frozen  in  liquid nitrogen and stored at –80°C.  In small 
volume  culture  trials,  the  protein  construct  εα270P was  found  to  be wholly 
insoluble  when  expressed  in  BL21/pLysS  at  37°C  and  70‒80  %  insoluble 
when expressed at 22°C. It was decided not to pursue further expression or 
purification trials with this construct (discussed further in Section 3.4.1).  
Each  of  the  5  soluble  variants  was  purified  separately,  using  the 
following  protocol  performed  at  6‒8°C  throughout:  Frozen  cells  (10‒30  g) 
were thawed and resuspended in lysis buffer (10 mL per gram of cell pellet) 
before being passed  twice  through a French press  (12 000 psi)  to  lyse cells. 
The  lysate was  clarified by  centrifugation  (17 000 × g; 40 min)  to yield  the 
soluble Fraction I. Proteins that were precipitated from Fraction I by addition 
of  solid  ammonium  sulphate  (0.23  g/mL)  and  stirring  for  60  min  were 
collected by centrifugation (38 000 × g; 60 min) and dissolved in resuspension 
buffer  (30 mL).  The  solution was  dialysed  against  1  L  of  the  same  buffer 
overnight, to yield Fraction II.  
Fraction II was applied by gravity (at ~1 mL/min) onto a column (2.5 × 
16  cm)  of  Toyopearl  DEAE‐650M  resin  that  had  been  equilibrated  with 
chromatography buffer + 160 mM NaCl. Fractions  containing proteins  that 
did  not  bind  to  the  column  were  pooled  and  dialysed  against  2  L  of 
chromatography buffer containing no NaCl to yield Fraction III (80‒100 mL). 
Fraction III was applied by gravity to the same column, now equilibrated in 





each  occasion,  the  target  protein  eluted  as  a  broad  peak  and  fractions  of 








on  estimated  protein  amount).  Significantly  less  of  the  α270ε209 protein was 
present  (see Table 3.1) and, as  such  it was divided  into only  two volumes. 







‘reverse’  protein  construct  eluted  less  cleanly  as  a  number  of  conflated 
smaller  peaks  over  the  range  130‒170  mM  NaCl.  Protein  purification 
characteristics are discussed further in Section 3.4.1.  
Fractions  containing  highly  purified  target  protein  were  pooled 
(Figure 3.3), divided where appropriate and dialysed  into 2 changes of 1 L 
crystallography  and/or  storage  buffers.  Prior  to  dialysis,  samples  for 
crystallography  were  concentrated  by  precipitation  with  ammonium 
sulphate  (0.35  g/mL),  resuspended  in  crystallography  buffer  and  later 
adjusted where needed to achieve the desired concentrations. Aliquots were 














































































were  recovered  and  thawed  on  ice.  Each  protein was  screened  across  24 














rectangular  prisms  300–400  μm  in  length  (Figure  3.4  A).  The  observed 
morphology and arrangement of crystals was similar to crystals obtained of 
ε209α270P  (Figure  3.4  B)  and  both  often  grew  as multiple  ‘stacked’  layers  of 
individual  crystals.  Typical  crystals  of  ε200α270P  showed  X‐ray  diffraction 
patterns due  to  complex arrangements of  individual  lattices  (Figures 3.4 C 
and D) and only a small fraction were suitable for X‐ray diffraction. Within 
the  conditions of  the  screen,  superior  crystal growth generally occurred  in 
higher  PEG  3350  concentrations  [16  and  18  %  (w/v)]  and  lower  pH 
conditions (Tris‐HCl pH 8.0–8.4).  
Protein  constructs  ε189α270P,  ε180α270P were  occasionally  seen  to  form  a 
microcrystalline  ‘shower’  under  some  conditions  within  the  screen  but 
remained  soluble under  the majority  of  conditions. The protein  constructs 
ε209α270  and  α270ε209  remained  soluble  in  all  conditions  tested. As  a  result  of 
structural  information gathered  for  the ε200α270P protein, no  further attempts 











































































































































































density  from  residue  Lys211  of  the  ε  chain  onwards  through  the  εCTS 
(Figure  3.5),  linker  region  and  α270  domain.  Of  these,  two  monomers 
(designated Monomers  2  and  3  in  the PDB  file)  exhibited  additional weak 





one  face of  the α270 PHP domain,  followed by a perpendicularly orientated  
α‐helix extending from ε residues Thr218 to Gly237 and an additional region 
of  random  coil  from  ε  residues Ser238  to Ala243  (Figure  3.6 C). The  9  a.a. 
interdomain  linker  is  fully  ordered  between  εAla243–αMet1  and  solvent 
exposed, appearing unconstrained and able  to span  the distance  from  the ε 
C‐terminus  to  the  α  N‐terminus.  It  is  possible,  however,  that  some 
constraints may  be  placed  on C‐terminal  ε  residues  following  the  α‐helix, 
particularly Arg242 and Ala243, which are seen not to  interact with the α270 
domain  in either structure and may be disrupted  from  their native binding 
site/s. The Leu to Pro mutation at position 21 of the α chain is positioned far 
from  the sites of εCTS  interaction with α270  (Figure 3.6 B) and  is unlikely  to 
have any significant effect on protein  interaction. The αPro21 residue  in all 
four monomers makes  contact with  an  alanine  residue  in  a  neighbouring 
unit‐cell, which most likely promotes crystal formation through stabilisation 
during  crystal  packing.  The  linked  protein  construct  with  this  mutation 
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corrected  (ε209α270) was not readily crystallisable under  the conditions of  the 
screen.  
 





  In  supplement  to  the  structure  of  ε209α270P,  the  structure  of  ε200α270P 
allowed  ε  residue  Ser210  to  be  positioned with  high  confidence, while  ε 







Ile205 and Ser210  (12.1 Å)  is  consistent with  the  corresponding distance of 
the  fully  structured  region  between  Lys211  and  Phe216  (14.8  Å), 
demonstrating  the  region  of  poor  electron  density  from  residues  Val206–
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3.3.5  Inversing  the  order  of  linked  domains  induces  the  formation  of 
domain‐swapped multimers 
 The  protein  constructs ε209α270  and  α270ε209  were  assessed  for  the 
formation of potential domain‐swapped multimers using mass spectrometry 
under native conditions (Figure 3.9). Both samples showed the presence of a 
predominant  monomer  species,  with  smaller  proportions  of  dimer  also 
detectable in each. Under the conditions tested, the α270ε209 protein dimer was 
present at approximately twice the abundance relative to monomer to that of 
the  ε209α270  protein.  The  sample  of  α270ε209  also  showed  the  presence  of 



























































































short  flexible  peptide was  a  pleasingly  successful  strategy  to  obtain well‐
behaved  protein  samples.  The  shorter  (and  crystallisable)  versions  of  this 
construct, ε209α270P and ε200α270P, were relatively easily produced and purified 
in high yields. Two further extended versions of the linked construct, ε189α270P 
and  ε180α270P,  were  also  purified  in  high  yields.  However,  some  unusual 
behaviour  was  observed  when  performing  a  final  ion‐exchange  column 
purification  step  of  these  proteins  using  Mono‐Q  resin.  Both  proteins 






peptide  regions very  likely  remain permanently  flexible  in  the presence of 
the  α270  domain.  A  highly  mobile  linker  region  interfering  with  crystal 
packing contacts is also the probable explanation for the failure of these two 
extended constructs to readily crystallise under the conditions explored here. 
The  shorter  of  the  six  constructs,  ε209α270, was  easily  produced  and 
purified  with  a  high  yield;  however,  with  the  absence  of  the  leucine  to 
proline mutation in the α270 chain, the construct was not readily crystallisable. 
Closer  analysis  of  the  two  crystal  structures  containing  the  unintentional 
mutation, ε209α270P and ε200α270P, show  this proline residue  in each of  the  four 






mutated protein were crucial  in  the  formation of stable crystals suitable  for 
collection of high‐quality diffraction data. With  the exception of  the  site of 
the leucine to proline mutation, the structures of both linked constructs that 
were  crystallised  showed  the  α270  domain  structure  was  completely 
conserved  when  compared  to  the  same  domain  from  the  structure  of  α 
(residues  1–917;  Lamers  et.  al,  2006).  These  data,  together with  a  distant 
location  of  the  sites  of  domain  interaction  from  the  site  of  mutation, 
indicated  that  further pursuit  of  an unmutated  crystal  structure would  be 
unnecessary.  
  The  full‐length  wild‐type  ε protein  is  largely  insoluble  when 
overexpressed  in  vivo  and  is  purified  using  a  refolding  protocol 
(Scheuermann and Echols, 1984; described in Section 4.2.3.5). It was therefore 
unsurprising to find that the construct εα270P was also mostly insoluble, even 
when  produced  by  autoinduction  at  a  low  temperature  (22°C). With  the 
understanding  that  this  linked protein would comprise  two relatively  large 
globular domains  (the  ε N‐terminal  catalytic domain and  the α N‐terminal 
PHP  domain)  separated  by  a  highly  flexible  interdomain  peptide,  it was 
reasoned  that  investigating  such  a  refolding  strategy  to produce  sufficient 
protein  for  crystallographic  experiments would  be  challenging. A  lack  of 
detectable  interaction  between  these  two  domains  (discussed  further  in 
Section  4.3.2)  likely  limits  the  additional  information  that  could be gained 
from a crystal structure of this construct, were it to become available.   
  In  contrast  to  the behaviour of  linked  constructs,  in which  the  εCTS 
was  placed  N‐terminal  in  sequence  in  relation  to  the  α270  domain,  the 
‘reversed’ construct with  the domains  located  in an opposite order  (α270ε209) 
was much more difficult  to produce  and purify  and  significantly  reduced 
levels  of  protein  production  and  unstable  behaviour  during  ion  exchange 
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chromatography were  observed.  These  characteristics would  be  consistent 
with  a  flexible  construct where  the  εCTS  remains  unbound  from  the  α270 
domain  and  unable  to  reach  the  correct  binding  site  as  a  consequence  of 
linker placement.  
3.4.2 The extent of the α-ε interaction can be confidently defined   
  The  interaction  between  the  E.  coli  α polymerase  and  the  ε 
proofreading exonuclease  is particularly  tight and  stable, with a published 
KD = 5 nM (Wieczorek and McHenry, 2006) and possibly as low as 40 pM (S. 
Jergic, unpublished work).  It  is  likely  that, once  formed within  the cell,  the 
two proteins never dissociate during the replication cycle. The key ε residues 
involved  in  this  interaction  are  those  C‐terminal  to,  and  likely  including 
εSer210, with crystal structure and NMR data (Ozawa et al., 2008 ; Ozawa et 
al.,  2013)  indicating  this  region  of  interaction with  the  α PHP  domain  is 
permanent  once  formed.  In  their  2006  paper,  Wieczorek  and  McHenry 
identified  that  a  construct  of  the  first  255  residues  in  the  α  chain  was 
insufficient  to display  any measurable  interaction with  the  ε subunit. This 
correlates well with the crystal structures presented here, which show that α 
residues Asn259, Glu262, Arg266 and Val269 form critical contacts with five 
of  the  eight  ε residues  from  εArg213 onwards  seen  to  interact with  the  α 
subunit,  including  two  helix  forming  residues  (summarised  previously  in 
Table 3.3 and displayed in Figure 3.7). 
  The  ε C‐terminal  region  immediately  preceding  these  residues, 
however, appears to retain some mobility when in complex with α. The weak 
electron density observed for residues Ile202–Arg204 in the crystal structure 
of  ε200α270P  is  what  may  be  expected  for  a  peptide  region  with  transient 
interactions  with  α. A  lack  of  appreciable  electron  density  from where ε 
residues  Ile205–Ala209  is presumed  to reside similarly  indicates a region of 
contact with  α  that  is  likely  transient. However,  it  is  improbable  that  this 
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short  pentapeptide  region  remains  permanently  flexible when  in  complex 
with α  as  it  is  immediately  bounded  by  two  regions  that  participate  in 
significant interaction with the α subunit.  
  The  linker  residues  of  ε from Gln182–Phe187  have  been  shown  to 
interact with  a  hydrophobic  pocket  on  the  β2 sliding  clamp  (Jergic  et.  al., 
2013). When part of the β2αεθ core‐clamp assembly, the permanently flexible 
interdomain  region  of  the  ε subunit  has  been  shown  here  to  span  the  ε 
residues  Ala188–Ala200,  at  least  (Ozawa  et  al.,  2013).  It  is  likely  that  ε 
residues  Thr201–Ala209  comprise  a  region  of  transient  interaction with  α, 
providing a  comparatively  small  contribution  to  the binding  energy of  the 






between  the εCTS and  the α PHP domains, all of which make sense  in  the 
context  of  the  larger  β2αεθ  complex  and  correlate  well  with  previously 
predicted  regions  of  interaction.  The  introduction  of  an  artificial  linker 
between the two domains, however, had the potential to disrupt their native 
site  of  interaction  by  constraining  the  two  domains  and  limiting  the 
availability  of  residues.  It  was  hypothesised  that  a  construct  with  the 
domains reversed  in sequential order (α270ε209) may  ideally provide a crystal 
structure  of  a  domain‐swapped  dimer  (or multimer),  displaying  the  same 
site  of  interaction  as  observed  in  the  structures  of  ε209α270P  and ε200α270P  and 
giving  a  strong  indication  that  the  initial  structural models were  correct. 
Diffraction quality crystals of α270ε209 were unable to be grown under similar 
screening  conditions  to  that  required  for  crystal growth of  the  ε209α270P and 
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ε200α270P proteins. This may  be  explained  by difficulties  in  forming  a  stable 
domain‐swapped  crystal  or  due  to  the  absence  of  the  leucine  to  proline 
mutation critical for the crystal growth in the structures determined, or both. 
In place of constructing and purifying a  ‘reverse’ construct with the leucine 
to  proline  incorporated  for  crystallisation  trials,  a  simple  comparative 
analysis between  the ε209α270 and α270ε209 proteins was performed using mass 
spectrometry  under  native  conditions  to  assess  the  relative  levels  of 
monomers and multimers  in each sample. These  results showed  the α270ε209 
‘reverse’ protein construct has a propensity to form multimers more readily 
than  the  ε209α270 protein under  the  native  conditions  tested  here. While  the 
difference  in  multimer  ratios  observed  between  the  two  proteins  is  not 
especially  significant  (approximately double),  this observation  is  consistent 
with what may  be  expected  for  linked  constructs  of  the  εCTS  and  α PHP 





model  for  the pathway  taken by  the  εCTS across  the α270  subunit, with  the 
extended  construct  displaying  this  interaction  with  added  clarity.  
Accurately defining the extent of this structural interaction is of fundamental 
value to model building efforts of the β2αεθ complex and for generating new 
hypotheses  concerning  the  functional  dynamics  of  the  ε  proofreading 
domain  during  error  correction  and  processive  DNA  synthesis.  The 
following experimental Chapter within this Thesis will extend on this notion 









Modelling the structure of 
the  





















































































































































































Diffraction quality  crystal growth of  the αεθ core  is  likely  impeded by  the 
long and flexible inter‐domain linking peptide of the ε subunit (discussed in 
Chapter 3). In addition, the weak native interactions between the β2 subunit 
and  the CBMs of  the α and  ε subunits would also be expected  to preclude 
crystal growth of the larger β2αεθ complex.  
  Stronger CBMs have been  identified  in nature  in some of the variety 




pentameric  α CBM  (QADMF) was  substituted  for  the  sequence QLDLF  to 
create the construct designated here as αL (Dohrmann and McHenry, 2005). 
The wild‐type hexameric ε CBM (QTSMAF) was substituted for the sequence 
QLSLPL,  the  strong CBM  from  the  replication  initiation  regulatory protein 
Hda (Kurz et al., 2004), to create the construct termed εL (Jergic et al., 2013). 
The  αεθ  core  is  routinely  co‐purified  in  the Dixon  Lab  and  is  sufficiently 
stable to be isolated as an intact complex by ion‐exchange chromatography. 
The weak native  interaction of the β-clamp with the Pol III core has, so far, 
presumably  prevented  co‐purification  of  the  β2αεθ  complex.  It  was 
anticipated that the incorporation of stronger‐binding CBMs into the α and ε 
subunits  would  stabilise  the  Pol  III  core:clamp  complex  sufficiently  for 
purification by  ion‐exchange chromatography. A stable and pure sample of 
β2αLεLθ would  provide  the  opportunity  to  pursue  further  structural 












inserted  nucleotides.  The  precise  spatial  arrangement  of  subunits  during 
each  mode  is  uncertain,  as  is  the  sequence  of  molecular  events  that 
stimulates  the structural  transition between  these  two  (and probably other) 
conformational states.   
A  number  of  proteins,  including  all  known  repair  polymerases, 
interact with a hydrophobic binding pocket in the β subunit. The dimeric β‐
clamp contains  two such sites, which  is presumed  to allow  for exchange of 
protein subunits at one site while the other maintains contact with either the 
α or ε subunit,  thus  keeping  the  β2αεθ  complex  intact  during  bypass  of  a 
lesion in the template DNA  (López de Saro et al., 2003; Indiani et al., 2005). It 
is  less  apparent  what  role  these  sites  play  during  transition  between 
polymerisation  and  proofreading  modes.  The  substantial  length  of  the 
flexible  inter‐domain  region  in  the  ε  subunit may be  sufficient  to absorb a 
structural  rearrangement  that  disengages  the  α  subunit  from  DNA  and 
moves the ε subunit into place to perform its proofreading function without 
the need  to break  the  ε-β interaction. Alternatively,  the  εNTD may need  to 
detach  from  β2  to move  toward  the DNA  template,  rearranging  the  β2αεθ 
complex  from, what  is  termed  here,  a  ‘closed’  to  an  ‘open’  configuration 
(Figure 4.1).   
A  comparison of  the  crystal  structures of Taq α, with and without a 







and  improve  the  stability  of  the  complex,  presumably  by  promoting 
polymerase  closing  in  the absence of  the  ε‐β interaction  (Lancy  et  al., 1989; 
Lifsics et al., 1992; Slater et al., 1994;  Jergic et al., 2013). Closure of  the β2αεθ 
complex  into a more compact arrangement  is  likely stimulated by both  the 




4.1.2 Generating a structural model of β2αεθ 
  Extensive  biochemical  research  has  identified  the  principal  sites  of 
interaction  between  subunits  of  the  β2αεθ  complex  and  a  number  of 
crystallographic  and  NMR  structures  have  been  reported  of  individual 
components. A  crystal  structure  of  the  full‐length  α  subunit  from Thermus 
aquaticus  (Bailey et al., 2006) and a C‐terminally  truncated version  (residues 
2–917 of 1160) of E. coli α (Lamers et al., 2006) have been solved. Of the two 
potential  CBMs  that  have  been  identified within  the α  subunit,  only  the 
internal  site  (Chapter  1;  Figure  1.7)  has  been  shown  to  bind  one  of  two 
hydrophobic  binding pockets  of  the  β‐clamp during processive  replication 
(Dohrmann  and  McHenry  2005).  The  E.  coli  β2 subunit  is  particularly 
amenable to crystallisation and high‐resolution crystal structures exist of the 
β‐clamp  in  isolation  (Kong  et  al., 1992; Oakley  et  al., 2003), bound  to many 
different CBM peptides  (Wolff  et  al., 2011; Yin  et  al., 2013) and also with a 
template dsDNA molecule (Georgescu et al., 2008). A crystal structure of the 




phage P1 homolog of  the E.  coli θ subunit  (DeRose  et al., 2004; Kirby  et al., 
2006).  In  addition,  a  complex  of  the  ε NTD  and  θ  subunit  has  been 




The  long  and  flexible  inter‐domain Q‐linker peptide of  the  ε  subunit  (also 
described  in  Chapter  3)  contains  a  CBM  that  interacts with  the  alternate 





be  occupied  by  the  external CBM  of  the  α  subunit. The  newly discovered 
interaction between the ε subunit and the β‐clamp has instead positioned the 
ε CBM  at  this  location when  the  Pol  III HE  is  in  a  stable  polymerisation 
mode.  Together  with  a  crystal  structure  showing  the  precise  location  of 
binding between the ε and α subunits (Chapter 3), this new information has 
allowed members  of  the Dixon  group  and  collaborators  to  extend  on  the 




  Extensive  site‐specific  Bpa  (p‐benzoyl‐L‐phenylalanine)  photo‐
crosslinking (Chin et al., 2002) and NMR experiments have been previously 
performed by Dr Kiyoshi Ozawa with  the aim of defining  the extent of  the 
inter‐domain  flexible  region of  the ε subunit and probing  for any potential 
additional weak  interactions between  subunits of β2αεθ  (Ozawa  et  al., 2008 
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and  2013). These data  indicated  that  the  ε  inter‐domain Q‐linker  region  (ε 
residues 188–208, at least) remains highly mobile even within the context of 
the  β2αεθ  complex.  It  was  also  shown  that  the  ε186  domain  displays  no 
detectable interaction with the α subunit. The location of the ε CBM anchors 







  The  inclusion of  two  artificially  strengthened CBMs  (creating  the αL 
and  εL subunit  variants)  was  anticipated  to  stabilise  the  β2αεθ  complex 
sufficiently  for  isolation  by  chromatography.  Small‐angle  X‐ray  scattering 
(SAXS) measurement of a highly purified sample of  the β2αLεLθ complex  is 
described within  this Chapter,  providing  low‐resolution  structural data  to 
compare with structural models of β2αεθ. The addition of a dsDNA construct 
(based on an oligo design reported in the structure of Taq α and DNA; Wing 













would  be  a  very  significant  outcome.  The  most  immediate  challenge  in 
pursuing  this possibility  is  the production of a sufficient quantity of highly 
pure  β2αLεLθ  complex.  Reconstituting  and  concentrating  large  protein 
complexes  from  individual  components  is  a multi‐step  process  that  often 
results  in  low  yields  and  thus  requires  relatively  large  initial  amounts  of 
purified subunits. Highly pure samples of the β2, εL and θ subunits can all be 
produced  in  large  quantities  following  well  established  protocols  (see 
Sections 4.2.3.1, 4.2.3.6 and 4.2.3.7). The αL subunit (or any other polymerase 
variant)  is  generally much more  difficult  to  purify  as  it  is  susceptible  to 
proteolysis  from  the  C‐terminus  and  the  products  of  proteolysis  are 
problematic  to  remove using existing  ion‐exchange protocols available. We 




(or  any  mutant  variant  of  α  with  preserved  τ‐binding  capacity).  This 
approach  was  attractive  as  the  interaction  was  anticipated  to  be  highly 
specific and would also allow for any C‐terminal proteolytic products from 














β2  subunit  are  described  in  Section  4.2.3.6  and  4.2.3.7.  The  production  of 
13C,15N double‐labelled θ  is described below  in Section 4.2.3.2. The plasmid 
pSJ1447  (coding  for  the ε193 protein) was constructed by Dr Kiyoshi Ozawa 
and Dr Slobodan  Jergic. The production and purification of unlabelled and 
13C,15N‐double‐labelled  ε193  is outlined below  in Sections 4.2.3.3 and 4.2.3.4. 




  The plasmids and strains required for the production of the θ, εL, β2, τ16 





subunit  is described here  in Section 4.2.3.8 as an example of a  ‘traditional’ 









  The  method  for  purification  of  the  θ  subunit  was  derived  from 







buffer  (50  mM  Tris.HCl,  pH  7.6,  2  mM  EDTA,  2  mM  DTT,  20  mM 
spermidine, 0.5 mM PMSF, 10% sucrose) before being passed twice through 
a  French  press  (12  000  psi)  to  lyse  cells.  The  lysate  was  clarified  by 




mM EDTA,  1 mM DTT,  20%  glycerol)  +  160 mM NaCl. The  solution was 
dialysed against 2 L of the same buffer overnight, to yield Fraction II. 




column  (2.5  ×  16  cm)  of  Toyopearl  DEAE‐650M  resin  that  had  been 
equilibrated with buffer Aθ + 160 mM NaCl. Fractions  containing proteins 








pooled  and  dialysed  against  three  changes  of  2  L  of  buffer  Pθ  (20  mM 
sodium phosphate, pH 6.5, 1 mM EDTA, 1 mM DTT, 10% glycerol) to yield 
Fraction IV (120 mL). 
  Fraction  IV  was  applied  at  0.5  mL/min  onto  a  column  of 














 The  E.  coli  strain  BL21(λDE3)/pLysS/pCM869  (coding  for  the wild‐
type E. coli θ subunit) was grown in 1 L of minimal medium (Section 2.1.4.4) 
at  30°C  for  24  h  to  an OD600  of  1.1.  To  induce  overproduction,  IPTG was 


















































































































































































Fraction  II was applied by gravity  (at ~1 mL/min) onto a  column of 
DEAE‐650M  resin  that  had  been  equilibrated with  buffer  Aε193.  Fractions 
containing  proteins  that  did  not  bind  to  the  column  were  pooled  and 
dialysed against 2 L of buffer Bε193 (25 mM Tris.HCl, pH 7.6, 2 mM EDTA, 2 
mM DTT, 10% glycerol) to give Fraction III (50 mL). 




of 0‒200 mM NaCl  in buffer Bε193. The  ε193 protein eluted as a broad  set of 
peaks  and  SDS‐PAGE  analysis  of  fractions  of  interest  showed  significant 
protein  contamination,  however,  as  the  protein  was  to  be  subsequently 
mixed with the 13C,15N‐θ protein and purified as a complex (Section 4.2.3.5), a 
high degree of purity was not essential at this stage.  
A  total  of  50  mL  of  sample  was  pooled  as  Fraction  IV,  with  a 
concentration of ε193 protein (estimated following SDS‐PAGE analysis) of 0.1‒
0.2 mg/mL (5‒10 mg yield). The molecular weight of ε193 in 0.1 % formic acid 













out  as  outlined  for  the purification  of  the  ε193 subunit  in  Section  4.2.3.3. A 






a  comparable method  that was  derived, with modifications,  from  the  co‐
purification procedure of the αεθ Pol III core complex (Section 4.2.7).  
Immediately following the purifications of ε193 and 13C,15N‐ε193, pooled 
samples  (Fraction  IV  in  each  case)  were  mixed  with  the  corresponding 
13C,15N‐θ or unlabelled θ proteins required (Sections 4.2.3.1 and 4.2.3.2),  in a 
targeted molar ratio of 1:3 as follows: (i) 5‒10 mg of ε193 was mixed with 5 mg 




pre‐equilibrated  in  the  same buffer. Proteins were  loaded onto  the  column 
using a 10 mL Superloop connected to an ÄKTA system and the column was 
washed well with complex buffer (10–15 mL) to remove excess θ or 13C,15N‐θ, 





as a  single peak at approximately 30 mM NaCl. The  ε193:13C,15N‐θ  complex, 
however,  did  not  bind  to  the  column  under  these  conditions  and  was 
collected  in  flow‐through  fractions.  To  facilitate  binding,  the  previous 
purification step was repeated after dialysis against complex buffer adjusted 
to  pH  8.2.  Following  this modification,  the  complex was  retained  by  the 
Mono Q column and eluted as a single peak at approximately 45 mM NaCl 
during the gradient elution.  
Fractions  containing  highly  purified  protein  complexes  were 
identified by SDS‐PAGE and pooled. A  total of 7.5 mL of ε193:13C,15N‐θ was 
collected at a concentration of 0.6 mg/mL (4.5 mg yield). A total of 3.5 mL of 
13C,15N‐ε193:θ was  collected  at  a  concentration  of  1.1 mg/mL  (3.9 mg yield). 




  The  εL  subunit  is  completely  insoluble when  overproduced  and  is 
purified  using  a  refolding  method,  first  described  by  Scheuermann  and 
Echols  (1984)  for  the  purification  of  wild‐type  ε  and  later  optimised  for 
increased yield as described in Hamdan et al. (2002).    
The E. coli strain BL21/(λDE3)/pLysS/SJ1446 (containing  the modified 
dnaQ gene coding  for  the εL subunit;  Jergic et al., 2013) was grown at room 
temperature (22°C) in LB autoinduction medium (Section 2.1.4.3) containing 







buffer  (50 mM  Tris.HCl,  pH  7.6,  1 mM  EDTA,  2 mM DTT)  before  being 
passed twice through a French press (12 000 psi) to lyse cells. The lysate was 
clarified by centrifugation (38 000 × g; 15 min) to yield the insoluble Fraction 




(12  000 psi). The  suspension was  centrifuged  (38  000  ×  g,  30 min)  and  the 
pellet collected.  
In wash  step  2,  the  collected pellet was  resuspended  in  lysis buffer 
(this time with no NaCl) and the suspension was homogenised, centrifuged 
and the pellet collected as described in wash step 1.  




After  thawing, Fraction  II was diluted by  the addition of 67.5 mL of 
buffer Aε (25 mM Tris.HCl, pH 7.6, 1 mM EDTA, 5 mM DTT, 20% glycerol) 
at 6°C with stirring. Proteins in the suspension were solubilised by adding 75 
mL  of denaturation  buffer Aε  +  6 M  guanidine hydrochloride  (GuHCl)  to 
yield Fraction  III  (final GuHCl  concentration of  3 M). The  solution  turned 
transparent during continual stirring for 45 min.  
To assist  refolding,  the sample was  transferred  to  room  temperature 
while  stirring  and  allowed  to  warm  slightly  over  30  min  before  slowly 
adding 300 mL of buffer Aε (at 6°C) over a further 30 min to give Fraction IV 
(final  GuHCl  concentration  of  1 M).  Fraction  IV  (450 mL)  had  a  slightly 
turbid appearance as insoluble material began to precipitate out of solution. 






samples  were  pooled  and  centrifuged  (11  000  ×  g,  90  min)  to  pellet  a 






eluted using a  linear gradient  (200 mL) of 0–300 mM NaCl  in buffer Bε. A 
large  amount  of  ε  protein  was  still  apparent  in  flow‐through  fractions 
analysed by SDS‐PAGE and these fractions were pooled, diluted by a factor 
of  1.5  to  ensure  binding,  reapplied  to  the  Super‐Q  resin  and  eluted  as 
described above.  
On  each  occasion,  fractions  containing  highly  purified  εL  protein 
eluted as a single peak at ~100 mM NaCl. Following each purification  run, 
relevant  fractions were  identified using SDS‐PAGE,  then pooled,  frozen  in 
liquid nitrogen and stored at –80°C. A total volume of 35 mL containing 90 
mg  of  εL  (2.6  mg/mL)  was  obtained  from  the  first  elution  and  40  mL 
containing 72 mg of εL  (1.8 mg/mL) was obtained  from  the second. A  final 






the  control  of  the  temperature  inducible  bacteriophage  λ  promoter. 
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Optimisation of  the nucleotide distance between  the  ribosome‐binding  site 
and gene start codon enables high‐level expression of the β subunit.   
  The  E.  coli  strain AN1459/pND261 was  grown  in  6  ×  1  L  of  LBTA 
medium  (Section  2.1.4.1)  at  30°C  to  an  OD600  of  0.5.  To  induce 
overproduction,  cultures  were  rapidly  heated  to  42°C  and  shaken  for  a 
further 3 h. Cells were harvested by centrifugation (11 000 × g; 7 min), frozen 
in liquid nitrogen and stored at –80˚C.  
  Frozen cell pellets  (10.5 g  in  total) were  thawed and  resuspended  in 
110 mL of lysis buffer (50 mM Tris.HCl, pH 7.6, 1 mM EDTA, 1 mM DTT, 10 
mM spermidine) before being passed  twice  through a French press  (12 000 
psi)  to  lyse  cells. The  lysate was  clarified by  centrifugation  (38 000 × g; 20 
min) to yield soluble Fraction I. Proteins that were precipitated from Fraction 





  Fraction  II was applied by gravity  (at ~1 mL/min) onto a  column of 
DEAE‐650M resin that had been equilibrated with buffer Aβ + 150 mM NaCl. 






linear gradient  (250 mL) of 0–400 mM NaCl  in buffer Aβ. Eluted  fractions 
were  analysed  using  SDS‐PAGE  and  those  containing  the  β  protein were 




  Fraction  IV  was  passed  at  1  mL/min  through  a  column  of 
hydroxyapatite (2.5 × 14 cm; BioRad) that had been equilibrated in buffer Pβ. 
Under  these  conditions,  the  β2  subunit  passes  unretarded  through  the 
column and was  collected  in  the  flow‐through  fractions. Purification using 
hydroxyapatite  is  a  critical  purification  step  that  removes  contaminating 
proteins  from  the  β2  subunit,  including  suspected  proteases.  Samples 
purified  without  this  final  step  have  been  noted  to  have  reduced  or 










  The  E.  coli  strain  BL21(λDE3)/pLysS/pKO1538  contains  a  modified 
version of  the dnaE gene encoding a  single amino GluLys  change at a.a. 
position  612  of  the  α  protein.  The  plasmid  pND517  (Wijfells  et  al.,  2004) 
contains  the dnaE gene and was used as a  template  for construction of  the 
plasmid pKO1538. Following  the protocol described  in Wijfells  et al  (2004), 
the strain was grown in 6 × 1 L of LBTA/C medium (Section 2.1.4.1) at 37°C 
to  an  OD600  of  0.5.  After  cultures  were  rapidly  cooled  to  30°C  on  ice, 





  Frozen  cell  pellets  (30  g  in  total)  were  thawed  and  resuspended 
completely in 300 mL of lysis buffer (50 mM Tris.HCl, pH 7.6, 2 mM EDTA, 2 
mM DTT, 20 mM  spermidine, 10%  (w/v)  sucrose). Cells were  lysed by  the 
addition of chicken egg  lysozyme  (Sigma)  to  the suspension  to 0.2 mg/mL, 
then divided  into 50 mL volumes and heated  to 30°C  for 5 min  in a water 
bath.  Each  sample was  gently mixed  each minute  to  promote  even  lysis. 
Samples were then pooled and left stirring at 6°C for a further 30 min before 
the lysate was clarified by centrifugation (16 900 × g; 30 min) to yield soluble 
Fraction  I.  Proteins  that were  precipitated  from  Fraction  I  by  addition  of 
solid ammonium sulphate (0.36 g/mL) and stirring for 60 min were collected 
by centrifugation (16 900 × g; 60 min) and dissolved in 60 mL of buffer Aα (50 
mM Tris.HCl, pH  7.6,  1 mM EDTA,  1 mM DTT,  20%  glycerol)  +  190 mM 
NaCl.  The  solution was  dialysed  against  two  changes  of  2  L  of  the  same 
buffer overnight, to yield Fraction II. 
  Fraction  II was divided  into  two equal portions and one applied by 
gravity  (at  ~1 mL/min) onto  a  column of DEAE‐650M  resin  that had been 
equilibrated with buffer Aα + 190 mM NaCl. This procedure was  repeated 
for the second portion of Fraction II and fractions from each purification run 
containing  proteins  that  did  not  bind  to  the  column  were  pooled  and 













  Fraction  IV was  centrifuged  (38  000  ×  g;  10 min)  to  remove  a  small 
amount of precipitate generated during dialysis and then applied by gravity 
at  0.5  mL/min  onto  a  column  of  phosphocellulose  resin  that  had  been 
equilibrated in buffer Pα + 10 mM NaCl. After the column had been washed 
with 50 mL of  the  same buffer, bound proteins were eluted using a  linear 






  Fraction  V  was  applied  by  gravity  at  ~1  mL/min  to  a  column  of 
heparin‐Sepharose (GE Life Sciences) that had been equilibrated in buffer Bα. 
The column was washed with 50 mL of buffer Bα and bound proteins were 
















  The 16 kDa C‐terminal domain V of  the E.  coli Pol  III HE  τ  subunit 
(termed τ16) interacts tightly with the C‐terminal domain of the α polymerase 
subunit. A version of the τ16 domain that had been modified to include an N‐
terminal  amino  acid  biotintylation  sequence  (MAGLNDIFEAQKIEWHEH; 
Beckett et al., 1999; construct is here termed tag‐τ16) was over‐expressed in the 
presence  of  biotin  and  then  purified  to  investigate  its  use  as  a 
chromatography affinity tag for enhanced purification of the α subunit.  
  The  λ promoter  plasmid  pKO1294 was  as  described  in  Jergic  et  al., 
2007. The E.  coli  strain BL21(λDE3)recA/pKO1294 was grown  in  6  ×  1 L of 
LBTA  medium  at  30°C  to  an  OD600  of  0.1.  At  this  point,  cultures  were 
supplemented with 80 μM D‐biotin (Sigma) and shaking continued until an 
OD600 of 0.5 was  reached. To  induce overproduction, cultures were  rapidly 
heated  to  42°C  and  shaken  for  a  further  4  h.  Cells  were  harvested  by 




spermidine,  10%  (w/v)  sucrose,  0.7 mM  PMSF)  before  being  passed  twice 
through a French press (12 000 psi) to lyse cells. The lysate was clarified by 








  Fraction  II was applied by gravity  (at ~1 mL/min) onto a  column of 
DEAE‐650M resin that had been equilibrated with buffer Aτ + 160 mM NaCl. 







indicated  the  tag‐τ16  protein  eluted  from  the  column  over  two  partially 
separated  peaks:  a  primary  peak  at  approximately  ~90 mM  NaCl  and  a 
smaller secondary peak at ~110 mM NaCl. It was reasoned that one of these 
peaks  was  comprised  largely  of  biotinylated  protein  and  the  other 
unbiotinylated.  Selected  fractions  were  analysed  for  accurate  weight 
determination  by  denaturing  nanoESI‐MS  in  0.1%  (w/v)  formic  acid. 
Biotinylated tag‐τ16 (here termed bio‐τ16) was the predominant species in the 
smaller, second elution peak while unbiotinylated tag‐τ16 was mostly present 
in  fractions  from  the  first,  larger  peak.  The  appropriate  fractions  were 
pooled,  frozen  in  liquid nitrogen and stored at –80°C. A  total of ~38 mg of 
tag‐τ16 in 50 mL of buffer Aτ + 90 mM NaCl was retained for potential future 
in vitro biotinylation. A total of ~14 mg of bio‐τ16 in 40 mL of buffer Aτ + 110 




  All  procedures  to  follow  were  performed  at  6°C:  10  mL  of  high‐






allowed  to  settle with  continued washing with  additional  buffer  Pτ.  The 
remaining  14 mL  of  solution was mixed with  half  the  thawed  sample  of 
purified bio‐τ16 (~ 7 mg) and the additional resin was allowed to settle on top 
of  the  unconjugated  resin  as  it  was  continually  washed  with  buffer  Pτ. 
During washing  of  the  resin,  the  flow‐through was  collected  and  passed 
through the column once more to ensure immobilisation of as much bio‐τ16 as 
possible.  Unconjugated  streptavidin‐agarose  resin  was  packed  below  the 
conjugated  resin  to  help  retain  within  the  column  any  dissociated  or 





of  the resin  (here  termed SA‐τ16 resin). The column was stored  in buffer Pτ 
for long‐term storage following each use.  
 
4.2.4.3  Purification  of  the  αL  subunit  using  protein‐protein  affinity 
chromatography 
  Two productions and purifications of the αL subunit were performed; 
the  first as a  trial of  the  recently assembled SA‐τ16 affinity  column and  the 
second  as  a  supplementary  purification  after  the  second  portion  of  bio‐τ16 










0.5 mM with  continued  shaking  for a  further 4 h. Cells were harvested by 
centrifugation  (16 900 × g; 7 min),  frozen  in  liquid nitrogen and stored at –
80˚C.  
  Frozen cell pellets  (13 g  in  total  from  first production and 16 g  from 
the  second) were  thawed  and  resuspended  completely  in  10 mL  of  lysis 
buffer  (50  mM  Tris.HCl,  pH  7.6,  2  mM  EDTA,  2  mM  DTT,  20  mM 
spermidine, 10% (w/v) sucrose) per gram of cells. Cells from each production 
were  lysed  and  proteins  were  partially  purified  by  precipitation  with 
ammonium  sulphate  and  two‐step  DEAE‐650M  resin  anion‐exchange 
chromatography  as  described  previously  for  the  purification  of  αE612K 
(Section 4.2.3.8).  
  Directly  following gradient NaCl elution of proteins  from  the DEAE 
resin, fractions containing the impure αL protein (now in buffer Aα + 150 mM 
NaCl)  were  applied  onto  the  SA‐τ16  resin  by  gravity  at  ~1 mL/min.  The 
column was  then washed with  15 mL  of  buffer Aα  +  20 mM MgCl2  and 
bound protein eluted using a linear gradient (30 mL) of 20–4000 mM MgCl2. 
The αL protein bound tightly to the SA‐τ16 resin and eluted as a single peak at 
~2.8  M  MgCl2.  Fractions  under  the  peak  were  immediately  pooled  and 
dialysed against 1 L of buffer Sατ (30 mM Tris‐HCl, pH 7.6, 0.5 mM EDTA, 1 
mM  DTT,  15%  glycerol,  150  mM  NaCl,  10  mM  DTT),  followed  by  two 
changes of 1 L of buffer Sα. A minimum DTT concentration of 5–10 mM  is 
critical when the protein is in high MgCl2 concentrations as batches of αL and 
α  proteins  produced  using  lower  DTT  concentrations  (below  2  mM) 
displayed significantly reduced activity (discussed further in Sections 4.3.1.2 










  Purified  core  complexes  were  prepared  by  ion‐exchange 
chromatography  using  a  method  optimised  by  Dr  Slobodan  Jergic  for 
purification of the wild‐type αεθ complex (Jergic et al., 2013).  
  Two  separate  samples  of  the  αLεLθ  complex  were  prepared,  one 
following each αL purification (Section 4.2.4.3). On each occasion, individual 
subunits  were  mixed  in  an  approximate  molar  ratio  of  1:3:9  (αL:εL:θ, 





  Following dialysis,  samples were  loaded by gravity  at  ~0.5 mL/min 
onto  a  column  Super‐Q  resin  that  had  been  washed  and  equilibrated 
thoroughly in buffer Aαεθ. The column was then washed well with 20 mL of 




under  the peak were pooled  and dialysed  overnight  against  1 L  of  buffer 
Sαεθ (50 mM Tris.HCl, pH 7.6, 0.5 mM EDTA, 1 mM DTT, 20% glycerol, 100 

















eluted  using  a  gradient  (30  mL)  of  30–800  mM  NaCl  in  buffer  CB. 
Unresolved  problems  with  the  integrity  of  the  particular  column  used 
resulted  in high‐pressure,  slow  loading and poor  resolution. However,  the 
chromatogram did give an  indication  that  the complex bound more  tightly 
than expected  to  the Mono Q resin. Consequently, all  fractions under areas 
of  the chromatogram displaying a significant A280 reading were pooled and 
dialysed against buffer CB + 100 mM NaCl overnight to generate Fraction II.  
Fraction  II was applied  to a different 1 mL column of Mono Q  resin at 0.5 
mL/min, which was  then washed with 25 mL of buffer CB + 100 mM NaCl 




that  considerably  broadened  the  volume  over which  the  β2αLεLθ  complex 
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min  at  6°C  to  pellet  a  small  amount  of  precipitate,  then  frozen  in  liquid 




All  NMR  experiments  and  data  analysis  were  performed  by  Dr 
Kiyoshi Ozawa  at  the  Research  School  of  Chemistry, Australian National 
University. All NMR  spectra were  recorded  at  25°C using Bruker  600  and 
800  MHz  NMR  spectrometers  equipped  with  cryoprobes,  using  200  μl 
solutions in 3 mm sample tubes. 15N‐HSQC spectra used t1max = 32 ms, t2max = 




The 13C,15N‐ε193:θ and  13C,15N‐θ:ε193  complexes  (34  μM)  were  titrated 
with  34  and  68  μM β2  and  15N‐HSQC  spectra  recorded.  Spectra were  also 
recorded  of  a  sample  of 15N‐Gln,  Thr,  Ser,  Met,  Ala,  Phe 








polymerase  from  the SA‐τ16 resin. Each batch of α polymerase subunit  (and 
its  mutant  variants)  purified  using  this  method  was  assayed  for  strand 
displacement  (SD)  DNA  synthesis  using  the  double‐stranded  plasmid 
pSCW01  (2.03  kb; Geng  et  al.,  2011)  that  had  been modified  to produce  a 
template construct with a 25 nt ssDNA gap and a 59 nt ssDNA 5ʹ overhang 
(obtained  courtesy  of Mr.  Enrico Monachino,  University  of Wollongong). 
Alternatively,  oligonucleotide‐primed  circular  single‐stranded  phage  M13 
DNA (6.4 kDa) prepared by Dr Slobodan Jergic (Jergic et al., 2013) was also 
employed  as  a  template  for  assessment  of  the  activity  of  the  tagged 
polymerase mutant αFGE (see Chapter 5, Section 5.3.1). 




final volume of 15 μL  (Jergic  et al., 2013). Components  (except DNA) were 







Scattering  data were  recorded  on  the  SAXS/WAXS  beamline  at  the 
Australian Synchrotron by Dr Flynn Hill by size‐exclusion chromatography‐
coupled small‐angle X‐ray scattering (SEC‐SAXS). Two samples of the β2αLεLθ 
complex were  prepared  using  condition A  and  condition  B.  Condition A 
contained 50 mM Tris.HCl pH 8.0, 0.1 M NaCl, 1 mM EDTA, 1 mM TCEP, 
5%  (v/v) glycerol.  In  condition B,  a double‐stranded  5’‐fluorescein‐labelled 
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primer‐template  DNA  with  28  nucleotides  on  the  template  strand  (5’ 
Fluorescein‐TTTTTTGTGGCACTGGCCGTCGTTGTCG)  was  paired  with  a 
complementary 21‐mer (5’ CGACAACGACGGCCAGTGCCA) to form a 7 nt 5’ 
overhang.  The  oligo  construct  was  added  in  slight  excess  to  the  protein 
sample  5 minutes before  loading  to  reach  27 μM,  and  a mixture was  then 
added  to give a  final  concentration of 50 μM dATP, 50 μM ddCTP, 5 mM 
MgCl2. Incorporation of the ddCTP was expected to extend the primer strand 
to 22 nt and dATP  is  the next  incoming dNTP.  In  condition B,  the protein 
was eluted  in the a buffer containing  the same components as the buffer  in 
condition A, plus 5 mM MgCl2 and 100 µM dATP. A 70 μl sample of complex 
at  3.7 mg/mL  in  each  condition were  injected  at  0.5 ml/min onto  a Wyatt 
WTC‐030S5  size  exclusion  chromatography  column  (7.8  ×  300  mm) 
equilibrated  at  12°C  in  the  same  buffer. A280 of  the  eluate was monitored 





damage  induced by X‐rays was observed. Scattering  from  the buffer eluate 
was  stable  as  averaged  from  10  exposures  prior  to  and  after  elution  of 
protein, to give the buffer scattering. Following radial averaging and buffer 
subtraction, the radii of gyration, Rg, of five exposure bins were determined 
by  Guinier  analysis  using  AUTORG  (Petoukhov  et  al.,  2007)  and  plotted 
against  elution  volume.  Sample  scattering was  averaged  across  the  region 
of Rg stability, which  corresponded  to  the main UV absorption peak  in  the 
elution profile  and  encompassed  20  exposures. The  scattering pattern was 








  For  crystallography  experiments,  purification  of  larger  amounts  of 
β2αLεLθ  complex was  required. A  total of 21 mg of αLεLθ  core  complex was 
mixed with 31.5 mg of β2,  targeting an approximate molar ratio of 1:3. The 
sample was dialysed  overnight  in  1 L  buffer CB  (Section  4.2.8)  +  100 mM 
NaCl to generate Fraction I (~28 mL).  




buffer CB. Following β2 elution,  the gradient was  immediately  increased  to 
200–500 mM NaCl in 10 mL buffer CB in an effort to reduce the broadened 




with  buffer  as  described  above  and  the  β2  protein  then  eluted  using  a 
gradient of 100–200 mM NaCl  in 10 mL of buffer CB.  Immediately after β2 
had  eluted  from  the  column,  the  concentration  of NaCl  of  buffer CB was 
increased to 500 mM and the β2αLεLθ complex eluted as a single, sharp peak 
over approximately 2 mL  (2 column volumes). Subsequently,  the  third and 




Samples  under  the  β2αLεLθ  peaks  from  each  of  the  four  purification 
runs were  assessed  for  composition  by  SDS‐PAGE  and  relevant  fractions 




sample was dialysed  overnight  into  1 L  of  crystallography buffer  (10 mM 
Tris.HCl  pH  7.6,  1  mM  EDTA,  2  mM  DTT,  100  mM  NaCl)  and  then 





  A  200  μL  sample  of  β2αLεLθ  at  7.8 mg/mL  in  crystallography  buffer 
was  sent  to  the  Collaborative  Crystallisation  Centre  (C3)  in  Melbourne, 
Australia.  Sparse  screening  was  performed  using  a  sitting  drop  vapour 
diffusion method,  using  200  nL  drops  in  50  µL  of  reservoir  solution.  The 
following screens available at the facility were utilised at both 4°C and 20°C: 
JCSG+, PACT, ProPlex and PEG/ion‐PEG/ion2. Images of protein wells were 











protein‐protein  chromatography methodology  for  purifying  the  αL  protein 
on  a  large  scale  and  with  improved  purity.  I  then  utilised  a  strand‐
displacement  DNA  synthesis  assay  to  confirm  polymerase  activity.  In 
conjunction with Dr Kiyoshi Ozawa,  I produced alternately  13C,15N double‐
labelled  complexes  of  ε193:θ to  probe  for  any  undiscovered  interaction 
between  the  β2 subunit  and  the  catalytic N‐terminal  domain  of  the  ε or  θ 
subunits  using  NMR.  These  data,  along  with  multiple  other  sources  of 
structural and biochemical  information, were used  to build a model of  the 
β2αεθ complex which was validated by analysing a co‐purified sample of the 
stabilised β2αLεLθ complex, alone and in the presence of a DNA oligo, using 
small‐angle  X‐ray  scattering  coupled  to  size‐exclusion  chromatography 
(SEC‐SAXS). A  larger amount of  the β2αLεLθ  complex was  then  co‐purified 
and  entered  into  crystallography  trials  to  investigate  if  stabilisation  of  the 








the  C‐terminal  τ‐binding  domain  of  α (or  any  mutant  variant  of  α  with 
preserved τ‐binding capacity). A number of standard purification steps  (i.e. 
ammonium  sulphate precipitation  and DEAE  resin  chromatography) were 


























































































































































































































































































































The SD  synthesis  (Jergic  et al., 2013)  is one of  the most demanding  in 
vitro DNA replication assays and is routinely used to test the activities of the 
full Pol III HE. Nucleotide extension products were separated by agarose gel 
electrophoresis and assessed  for products  longer  than unit  length. Samples 
of  polymerase  purified  through  the  SA‐τ16  step  with  a  low  buffer 
concentration of DTT (1 mM; Figure 4.4, central two lanes highlighted with a 
red asterisk) displayed a noticeably reduced activity under the conditions of 
this  assay.  Increasing  the  buffer  concentration  of  DTT  to  10  mM  in  the 
presence of high MgCl2 concentrations during the purification of αL (Figure 




The  protein ε193  contains  the  structured  N‐terminal  exonuclease 
domain of  ε (residues 2–180; Hamdan  et  al., 2002 a and b) and  the  clamp‐
binding motif  (CBM,  residues  182–187;  Jergic  et  al.,  2013). A  sample of  ε193 
selectively  labelled  with  15N‐glutamine,  threonine,  serine,  methionine, 
alanine and phenylalanine was prepared by Dr Kioyshi Ozawa using  cell‐
free  synthesis  in  the presence of excess unlabelled θ subunit  (Ozawa  et  al., 
2013) The 15N‐HSQC spectra of this complex in the absence and presence of 














































































































































































































  The  15N‐HSQC spectra of  the  13C,15N‐θ:ε193 complex  (34 μM; prepared 
as  described  in  Section  4.2.3.5)  in  the  absence  and  presence  of  β2 were 
recorded by Dr Kiyoshi Ozawa (data not shown). Peaks corresponding to θ 
residues Arg60, Leu61, Ser67, Leu69, Tyr31 and Asn32 disappeared at molar 
ratios of  complex  to β2 of 1:2,  consistent with an  interaction between  these 
residues  and  the  β2  subunit  on  a  timescale  measurable  by  NMR.  These 
measurements were recorded at a later date and, as such, were not included 
in  the  publication  by Ozawa  et  al.  2013.  They  indicate  that  the  θ  subunit 





a  polymerisation mode was  assembled  by Dr  Thomas Huber  (Australian 
National University) by overlaying known structural models of (i) the E. coli 
β2:DNA  complex  (Georgescu  et  al.,  2008;  PDB  ID:  3BEP),  (ii)  full‐length 
Thermus aquaticus (Taq) α with primer‐template DNA (Wing et al., 2008; PDB 
ID:  3E0D),  (iii)  full‐length  Taq without DNA  (Bailey  et  al.,  2006;  PDB  ID: 
2HPI), (iv) E. coli α (residues 2–917; Lamers et al., 2006; PDB ID 2HNH), the 
crystal structures of (v) ε209α270P (PDB ID: 4GX8) and ε200α270P (PDB ID: 4GX9) 









1JQL  and Wolff  et  al.,  2011;  PDB  ID:  3Q4L). A  large  number  of modelled 
random coil peptides corresponding to the flexible linker of ε (residues 188–
201)  were  able  to  span  the  gap  from  ε  residues  202–205  at  the  site  of 
interaction with the PHP domain of α and ε CBM residues 182–187, modelled 
into one hydrophobic binding pocket of the β‐clamp.  
The ε N‐terminus:θ (εNTD:θ) sub‐complex is anchored close to the β‐
clamp by  ε CBM  residues  (Gln182–Phe187), which  immediately  follow  the 
terminal  structured  α‐helix  forming  residue  (Gly180)  of  the  globular  ε N‐
terminal domain.  In  the  absence of  any detectable  interaction between  the 
εNTD and either the α or β2 subunits, this allows for significant free rotation 
about this point in the space between the α PHP domain and the β‐clamp. A 
number  of  residues  of  the  θ  subunit were  shown  by NMR  to  potentially 
interact  with  the  β2  subunit  (Section  4.3.3).  However,  without  knowing 
where  on  β2 these  residues  interact, no  attempt was made  at  this  stage  to 
further constrain the position of the εNTD:θ sub‐complex in the model.  
A  thousand  conformers  of  this model were  generated,  allowing  for 















































































































































isolated  chromatographically  as  an  intact  complex.  Size‐exclusion 
chromatography  coupled  to  SAXS  (SEC‐SAXS)  measurements  were 
performed  of  the  β2αLεLθ complex  alone  and  also  in  the  presence  of  a 
fluorescently labelled primer‐template DNA oligo. The data were compared 
to  theoretical  models  of  the  β2αLεLθ complex,  generated  as  described  in 
Section  4.3.4.  The  collection  and  processing  of  SEC‐SAXS  data  was 




distance  of  3349 mm  and within  the  regions  of  protein  elution where  the 
radius of gyration was stable (Figures 4.7 A). Final scattering patterns were 
acquired  after  subtracting  regions  of  buffer  only  scattering  from  protein 
scattering. A replication of protein chromatography elutions performed at a 
later date showed  that  in both condition A and B  (without and with DNA) 
the  β2αεθ protein  complex  elutes  from  the  column  in  the  expected  subunit 
stoichiometry (2:1:1:1) over the range of the main peak (Figure 4.7 A; top and 
bottom  panels)  as  determined  by  SDS‐PAGE  analysis  of  eluted  fractions 
(Figure 4.7 B). Fractions corresponding to the peak for condition B with DNA 
present (Figure 4.7 A; bottom panel) displayed no visible fluorescence under 



























































































































































































































































































































































































  Both  the  double‐labelled  and  unlabelled  samples  of  the  ε193  protein 
showed  significant  contamination  following  purification  by  ion‐exchange 
chromatography. However,  contamination was  efficiently  removed during 
isolation of the double‐labelled 13C,15N‐ε193:θ and ε193:13C15N-θ complexes. The 
β2,  εL  and  θ  subunits were  all  purified  in  large  amounts  following well‐
established protocols (Oakley et al., 2003; Keniry et al., 2006; Jergic et al., 2013) 
and  each was  free  from  any  evident  contamination. The  αLεLθ Pol  III  core 
complex was  also  uncomplicated  to  isolate  by  utilising  a  commonly  used 
ion‐exchange  chromatography  protocol,  refined  by  Dr  Slobodan  Jergic 
(Jergic  et  al.,  2013) The  β2αLεLθ complex was  successfully  co‐purified  in  an 
apparently  stoichiometrically  correct  ratio  of  subunits  using  ion‐exchange 
chromatography,  although  the  elution  profiles  observed  during 
chromatography  (not  shown) were  often  convoluted,  contributing  to  low 
yields  (particularly during  the  large‐scale purification of  the  complex)  that 




  A  novel  protein‐protein  affinity  chromatographic  method  was 
developed  for  purification  of  the  αL subunit  by  exploiting  the  stable 
interaction  between  the  polymerase  and  the  C‐terminal  segment  of  the  τ 
subunit. This strategy was remarkably successful at improving both the yield 
and  purity  of  the  final  purified  αL  protein  product.  A  major  source  of 
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contamination  by  proteolytic  fragments  was  removed  during  this 
chromatography  step  as  only  those  polymerase  subunits  that  were 
unproteolysed from their C‐termini were selectively immobilised by the SA‐
τ16 resin. The stable  interaction between the polymerase and the conjugated 
resin  also  ensured  other  contaminants  could be  thoroughly  removed  from 
the  sample prior  to elution of  the αL protein using a high  concentration of 
MgCl2. A  typical  production  of  a  polymerase  or  mutant  variant  subunit 
using  a  ‘traditional’ methodology  (as  described  in  Section  4.2.3.8  for  the 
purification of the αE612K protein) usually resulted in a final yield <10 mg and 
often  with  significant  visible  proteolytic  contamination.  By  comparison, 
yields  approaching  50  mg  and  with  greatly  improved  purity  have  been 
reported by members of the Dixon group when utilising the SA‐τ16 resin.  
Initial  attempts  to  purify  polymerase  subunits  (the  wild‐type  α 
subunit  and  a mutant polymerase  termed  αKGB;  each  not  required  for  any 
experimental  work  in  this  Thesis)  using  the  protein‐protein  affinity 















 We  investigated whether  the  catalytic  N‐terminal  domain  of  the  ε 
subunit  or  the  θ  subunit  participated  in  any  additional weak  interactions 
with  the β‐clamp,  further  to  the  recognised  interaction between  the  ε CBM 
and  the  β2  subunit.  NMR  detected  no  interaction  between  the  first  181 
residues of the ε catalytic domain and the β‐clamp when the complex was in 
the  presence  of  equimolar  or  excess  β2  and  it was  not  possible  to  further 
constrain the position of the εNTD within the β2αεθ complex from these data.  
A similar set of NMR measurements were recorded at a later date, this time 
using  a  sample  of  the  ε193:θ  complex where  the  θ  subunit was  uniformly 
13C,15N‐labelled.  Intriguingly,  a  number  of  residues  of  the  θ  subunit were 
observed  to  interact with  the β‐clamp  in  the presence of a 2:1 excess molar 




residues  interact,  no  attempt  was  made  to  include  this  interaction  in  a 
theoretical structural model to be compared with SAXS measurments of the 
β2αεθ complex  (Section 4.4.3, below).  It  is, however,  interesting  to speculate 
how  the  β2αεθ  complex  may  accommodate  both  this  interaction  and  the 
interaction  between  the  ε CBM  and  the  β2  subunit  as  the  two  sites  are 
structurally  located  far  from one another  in  the εNTD:θ complex.  It may be 
that  the  εNTD:θ complex  is  brought  into  the  proximity  of  DNA  by  an 
interaction between θ and the β2 subunit, laying the exonuclease domain flat 
against the clamp as the ε CBM maintains contact with β2. It is also possible 
that  both  interactions  occur during  separate  time points  in  the  replication 
cycle  and  the  θ‐β2 interaction  is  relatively  transient.  Locating  the  site  of 
interaction on β2 would  require  further  investigation using  chemical  cross‐
130 
 





DNA‐bound  in  condition B  and  SEC‐SAXS measurements  recorded under 
this  condition were  of  the  β2αLεLθ  complex  alone. A  redesign  of  the DNA 
construct  may  be  required  before  proceeding  with  further  SAXS  or 
crystallography  experiments.  The  small  differences  between  the  elution 
profiles of  the β2αLεLθ  complex both with and without DNA  (Figure 4.7 A) 
may  be  explained  by  the  presence  of  dATP,  ddCTP  and  MgCl2  in  the 
condition with DNA (condition B), causing a putative conformational change 
in this complex.  
  The  experimental SEC‐SAXS patterns offer validation of  the general 
features of the model presented in Section 4.3.4, showing agreement between 
overall dimensions measured  in experimental data and  that of a  ‘closed’ or 
‘compact’ model  of  β2αLεLθ. At Q‐values  in  the  range  of  0.07–0.12 Å–1,  the 
experimental  SEC‐SAXS  patterns  showed  better  agreement  with  the 
averaged  calculated  theoretical  SAXS  pattern  of  1000  β2αLεLθ models  than 
that  of  the  ‘compact’  β2αLεLθ  model  alone,  suggesting  that  the  εNTD:θ 









  The  growth  of  protein  crystals  was  pursued  following  the 
development of a method to co‐purify a stable complex of β2αLεLθ on a large 
scale. A  sample  of  the  complex  screened  at  the C3  Facility  in Melbourne, 
Australia, surprisingly gave growth of crystals under a number of conditions 
following a time period of at least 20 days. We were sceptical of the make‐up 
of  the  crystals observed due  to  the  length of  time  taken  to grow,  the high 
number of conditions crystals  formed  in and  the known  low probability of 
growing  crystals  of  a  large multi‐protein  complex  with  a  highly  flexible 
interdomain  protein  region  and  relatively  weak  inter‐protein  contacts 
(between αL/εL and β2). It is highly likely that the crystals grown were of salt, 
as many of  the conditions  in which crystals were observed  in were simple, 
containing  only  PEG,  a  buffering  chemical  and  a  salt.  The  β2 subunit  is 









subunits, while  removing  the globular  εNTD  thought  to be highly  flexible 
within  the  context  of  the  core:clamp  complex.  It  was  anticipated  that  a 
sample  of  this  construct  co‐purified  with  the  β2 subunit  may  be  more 
amenable  to  crystallography  than  the  β2αεθ  complex.  Unfortunately,  this 
construct appears to be highly toxic to cell growth and sequencing of clones 







 The  Lamers  group  has  recently  made  significant  progress  in 
modelling the structure of the E. coli β2αεθ complex, both with and without a 
primer‐template DNA and also inclusive of the C‐terminal segment of the τ 














clamp.  The OB‐fold  of  the  α  subunit  has  previously  been  shown  to  bind 
isolated  ssDNA  and  was  proposed  to  act  as  a  sensor  that  regulates  the 
affinity  of  the  Pol  III  core  to  the  clamp  (Georgescu  et  al.,  2009a).  The  EM 
model of the DNA‐bound complex, however, positions the OB‐fold of the α 

































































































































































subunit suggests an  important  functionality and  it  is reasonable  to propose 




The Dixon  group  and  collaborators  are  pursuing  the  use  of  single‐
molecule  techniques  to  help  uncover  novel  protein‐protein  interactions 
within  the  replisome  and  understand  the  dynamic  rearrangement  of 
subunits  within  the  Pol  III  core‐β2 complex  during  the  transition  from 
synthesis to editing. Work I have performed towards the progress of a FRET 





















A strategy for Fluorescent 




















undergo  multiple  conformational  rearrangements  when  engaged  with  a 
template DNA molecule to facilitate the transition between alternate modes 
of  enzymatic  activity,  including DNA  synthesis  and  proofreading.  I  have 
shown  in Chapters  3  and  4  that  the  techniques  of protein  crystallography 
and  small‐angle  X‐ray  scattering,  combined with  data  from  several  other 
biochemical  experimental  sources,  can  be  used  to  build  and  validate  an 
informed static model of  this complex  (as published  in Ozawa  et al., 2013). 
Current  research  is  expanding on our understanding of  the  β2αεθ  complex 
and providing new  structural  insights  into  the molecular mechanisms  that 
enable the efficient and accurate synthesis of new DNA (Fernandez‐Leiro et 
al., 2015).  
  Static  molecular  structures  provide  researchers  with  valuable 
information  from which  new  hypotheses  can  be  generated  regarding  the 
functional  dynamics  of  a  protein  or  protein  assembly.  Testing  these 
hypotheses,  however,  often  requires  a  different  set  of  experimental 
approaches,  including  single‐molecule  techniques.  In  this  experimental 
chapter,  I  outline work  that  I  have  performed  towards  refining  a  protein 
fluorescent  labelling  procedure,  the  principles  of  which  are  outlined  in 
Section 5.1.1. We aimed to fluorescently label the α and θ proteins, as well as 
three variations of  the ε exonuclease subunit:  the wild‐type ε subunit  (εWT), 
the εL subunit containing a stronger CBM (described  in Section 4.1) and the 
εQ  subunit,  where  the  wild‐type  CBM  had  been  weakened  by  a  QA 
mutation at the first a.a. position in the CBM motif (i.e. QTSMAFATSMAF; 
described  in  Jergic  et  al.,  2013). These  fluorescently  labelled proteins were 
intended  for use  in  the  laboratory of Professor  Jong‐Bong Lee  (POSTECH, 





































































































































































































































































































































  Single‐molecule  techniques  are  used  to  study  the  properties  of 
individual molecules,  avoiding  the  ensemble  averaging  inherent  in  large 
populations.  Researchers  make  use  of  a  number  of  single‐molecule 
experimental  approaches  to  study  protein‐protein  and  protein‐DNA 
complexes,  including manipulation  of molecules  by  force  and  tracking  by 
fluorescence.  
Förster  resonance  energy  transfer  (FRET)  describes  a  physical 
mechanism by which  energy  is  transferred nonradiatively  from  an  excited 
donor  fluorophore  to  an  acceptor  fluorophore.  This  process  is  distance 
dependant and changes  in  the  fluorescence of both  the donor and acceptor 
fluorophore  report on changes  in  relative distance between  the pair over a 
range  of  10–100  Å;  a  range  particularly  suitable  for  studying  pairwise 
distances  between  different  protein  subunits  of  a  multi‐protein  complex 
(reviewed by Sekar and Periasamy et al., 2003).  
  The laboratory group of Professor Jong‐Bong Lee (POSTECH, Korea) 
uses  the  technique  of  single‐molecule  FRET  to  study  the  dynamics  of 
protein‐protein and protein‐DNA  interactions (e.g., see Cho et al., 2014; Lee 
et  al.,  2014).  By  fluorescently  labelling  individual  subunits  in  the  β2αεθ 
complex, the Dixon and Lee groups aim to study the dynamic rearrangement 
of  subunits  during  transition  between  polymerisation  and  proofreading 
activities  on  a  template DNA  using  FRET.  Strengthening  of  the  ε  subunit 
CBM  has  been  shown  to  stabilise  the  β2αεθ  complex  on  a  template DNA 
during processive synthesis (Jergic et al., 2013) and it would be of particular 
interest  to  incorporate  the  three  ε  variants, εWT, εL and  εQ,  into  a  single‐
molecule FRET proofreading assay to asses how the interaction between the 








type  α  protein  by  introduction  of  the  nucleotide  sequence  5’‐
ATGAGCCTGTGCACCCCGTCTAGA  (here  termed  FGE24;  XbaI  site 
indicated)  upstream  of  the  dnaE  gene,  using  overlap  extension  PCR with 
partially  complementary  oligonucleotide  primers  and  standard  PCR 
conditions (Section 2.2.1.1).  
The FGE24 sequence was also placed upstream of the genes coding for 
the  θ,  ε,  εL  and  εQ  proteins  by  first  modifying  the  T7‐promoter  plasmid 
pETMCSI  (Section  2.1.2)  by  introducing  the  FGE24  sequence  between NdeI 
and EcoRI  restriction  sites. Then, by making use of  an XbaI  restriction  site 
present in FGE24, relevant genes already within a pETMCSI‐type vector were 





  ATCTGAACCACGTTTCGTACAC‐3’  (58‐mer,  NdeI  site 


















  The  plasmid  pSJ2132  contains  the  full‐length  wild‐type  dnaE  gene 




then  restriction digested with NdeI  and XhoI  to produce  a DNA  fragment 
comprising FGE24 directly upstream of  the  first 499 nucleotides of  the dnaE 
gene. The plasmid pSJ2132 was separately restriction digested with XhoI and 
NcoI and  the DNA  fragment beginning  from nucleotide position 500 of  the 
dnaE gene and  ending  immediately downstream of  the  dnaE gene was gel 
purified. A  separate  preparation  of  pSJ2132 was  restriction  digested with 
NdeI and NcoI and  the digested pBOB1 vector  (with  the dnaE gene excised) 
was  gel  purified.  The  three  fragments  were  ligated  concurrently  and 




A  purified  sample  of  plasmid  vector  pETMCSI  (Section  2.1.2) was 




2.2.1.7) of  the 4.7 kb vector  fragment  following agarose gel electrophoresis. 
The oligonucleotides XbaIinsertF and XbaIinsertR were mixed  together at a 
concentration  of  10  μM  each,  then heated  at  95°C  for  10 min  in  a heating 
block. Samples were allowed  to cool slowly overnight  to promote selective 
annealing  of  complementary  oligonucleotide  fragments.  Each 
oligonucleotide  was  designed,  once  annealed,  to  create  short  nucleotide 
overhangs or  ‘sticky ends’ at each end of  the dsDNA  fragment  to  facilitate 
ligation  with  the  NdeI  and  EcoRI  restriction  digested  pETMCSI  plasmid 
vector.  
  Subsequently, the short dsDNA insert was mixed with the restriction 
digested  pETMSCI  vector  in  a  molar  ratio  of  3:1  and  ligated.  Following 
transformation  and  colony  PCR,  plasmids  of  interest  were  retained  and 
relevant regions of DNA were sequenced.  
  While pursuing  further cloning experiments requiring  this construct, 
two  previously  unconsidered  sequence  complications  were  discovered: 
firstly,  an  XbaI  site  was  already  present  in  the  pETMCSI  vector  55  bp 
upstream of the site newly introduced and secondly, the inserted nucleotide 
sequence  contained  within  it  the  recognition  sequence  (GATC)  for 
deoxyadenosine  methylase,  which  wholly  blocks  the  action  of  XbaI  by 
methylation of adenine (Geier and Modrich, 1979). Two successive rounds of 
quick‐change  PCR  using mismatched  primers  to  introduce  a  single‐point 
mutation at each  site  rectified  these problems. DNA  sequencing  confirmed 
the  integrity  of  the  final  construct  and  the  plasmid was  propagated  and 
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  The  proteins  αFGE  and  θFGE  were  overproduced  and  purified  using 
comparable  method  to  those  used  in  Sections  4.2.4.3  and  4.2.3.1  for  the 
production and purification of αL and θ proteins, respectively. Any relevant 
differences  in  protocols  and  yields  obtained  for  each  are  outlined  below. 
SDS‐PAGE analysis of  the  final purified protein products can be viewed  in 
Figure 5.4. 
  The  E.  coli  strain  BL21(λDE3)/pLysS/pNH2153  (coding  for  the  αFGE 
protein)  was  grown  in  6  ×  1  L  of  LBTA/C  medium  and  protein 




ESI‐MS as 130 518.8 Da and may be compared  to  the  theoretical calculated 
value of 130 518.2 Da (N‐terminal methionine removed).     
  The  E.  coli  strain  BL21(λDE3)/pLysS/pNH2162  (coding  for  the  θFGE 
protein) was grown  in 9 L of LBTA/C medium and protein overproduction 
was  induced  by  IPTG.  Following  expression,  21  g  of  cells were  collected. 
Cells were  lysed  and  the θFGE protein was purified  as described  in Section 
4.2.3.1,  yielding  a  total  of  ~10 mg  of  purified  θFGE  that was  aliquoted  and 















































































































































chloramphenicol  (35 mg/L)  at  25°C until  an OD600 of  0.2 was  reached. The 
culture was then rapidly cooled to 16°C and protein production was induced 






lyse cells. The  lysate was clarified by centrifugation  (11 000 × g; 30 min)  to 
yield  soluble Fraction  I. Proteins  that were precipitated  from Fraction  I by 
addition  of  solid  ammonium  sulphate  (0.40  g/mL)  and  stirring  for  60 min 
were collected by centrifugation (11 000 × g; 60 min) and dissolved in 70 mL 
of  buffer AFGE  (25 mM  Tris.HCl,  pH  7.6,  1 mM  EDTA,  1 mM  DTT,  10% 
glycerol) + 160 mM NaCl. The solution was dialysed against 2 L of the same 
buffer overnight, to yield Fraction II. 





0.5 mM  DTT,  10%  glycerol,  300 mM NaCl)  +  20 mM  imidazole  to  yield 
Fraction III (150 mL).  








equilibrated with  buffer  BFGE  +  20 mM  imidazole. On  each  occasion,  after 
loading of  the sample  the column was washed with a  further 10 mL of  the 
same buffer and bound proteins were eluted using a linear gradient (10 mL) 
of 20‒500 mM imidazole in buffer BFGE. Proteins eluted as a single peak after 






compared  to  the  theoretical  calculated  value  of  34  775.8  Da  (N‐terminal 




  The  three  variations  of  FGE8‐tagged  ε  protein  (construction  of 
plasmids  for  each  as  described  in  Section  5.2.5) were  overproduced using 
similar procedures to that outlined in Section 4.2.3.6 for the production of the 
εL  subunit.  In  comparison  to  εL,  the  expression  of  each was  significantly 
reduced (not shown) and each appeared highly toxic  to cell growth, strains 
reaching an OD600 < 2 after a 72 h autoinduction. By comparison, a OD600 > 10 
is  typically achieved when producing  the  full  length  εWT, εL or εQ subunits. 









  Fluorescent  labelling of  the proteins αFGE and θFGE  (Section 5.2.6) was 
investigated  following a protocol obtained  from  the Lee group  (POSTECH, 
Korea) and based on  that described by Holder  et  al.  (2015). The procedure 
can be divided  into  four steps:  In step 1, a  target protein  (αFGE or θFGE) was 
mixed  in  a  1:1 molar  ratio with  the  FGE  enzyme  and  dialysed  in  1  L  of 
conversion buffer (50 mM Tris.HCl pH 8.0, 100 mM NaCl, 20 mM arginine, 




removed  from  the  dialysis  tubing  and  imidazole  was  added  to  a 
concentration  of  20  mM  before  it  was  passed  through  a  1  mL  His‐Trap 
column (GE Healthcare) with washing with conversion buffer. A280 values of 
the eluate were monitored and flow‐through fractions containing  the target 
protein were pooled.  In step 3,  the pooled sample was dialysed  into 1 L of 
labelling buffer  (100 mM potassium phosphate pH  6.4,  300 mM NaCl  and 
0.25 mM DTT) and dialysed overnight then concentrated to a small volume 
(< 1 mL) using  a centrifugal concentrator. The sample was then mixed with 
an appropriate AF555  fluorescent dye  (stock sample dissolved  in H2O)  to a 
final dye concentration of 0.5 mM and incubated at 4°C for 48 h. In step 4, to 
remove  excess  dye,  the  sample  was  then  passed  through  a  column  of 
Sephadex G‐25 resin (1.5 × 10 cm; GE Healthcare) that had been equilibrated 
in  buffer  Dy  (50  mM  Tris.HCl  pH  7.6,  0.5  mM  EDTA,  1  mM  DTT,  5% 




A280  reading  for  the  passage  of  protein  through  the  column.  Fractions 
corresponding  to  a  significant A280  reading were  collected  and  stored  at  –
80°C. 
5.2.10 Establishing the efficiency of conversion and labelling 
  Following  the  protocol  described  in  Section  5.2.9,  protein  samples 
were assessed visually for fluorescence following SDS‐PAGE (Section 2.2.2.4; 
prior to staining with Coomassie blue) against a sample of AF555 dye alone 
at  an  equivalent  concentration  to  that  expected  at  100%  and  10%  labelling 
efficiency.  Each  gel  was  subsequently  stained  with  Coomassie  blue  (as 
described in Section 2.2.2.4) to evaluate the purity of the αFGE or θFGE proteins.  
   Additional  trouble‐shooting  experiments  were  performed  by 
following step 1 (Section 5.2.9), with alterations. A small volume of the θFGE 
protein (500 µL) was mixed with the FGE protein at molar ratios of 10:1, 1:1 





















































































































































































single‐stranded  phage M13 DNA  as  a  template  for  replication. Under  the 
conditions  of  this  assay,  the  αFGE  protein  displayed  enzymatic  activity 
comparable to the wild‐type α polymerase.  
5.3.2 Assessing the efficiency of conversion and troubleshooting 
  Samples  of  both  the  αFGE  and  θFGE  protein  displayed  no  visible 
fluorescence when assessed by SDS‐PAGE, prior to staining with Coomassie 
blue (Section 5.2.10). In contrast, samples of AF555 dye alone at a 100% and 
10%  concentration  relative  to  that which would  be  expected  in  a wholly 
labelled  sample  of  protein  showed  bright  fluorescence  (not  shown).  This 
demonstrated  that  neither  the  αFGE  nor  θFGE  proteins were  labelled  to  any 
appreciable  level  (well  below  10%)  following  the  protocol  described  in 
Section 5.2.9.  
  We  reasoned  that poor  labelling efficiency may be a consequence of 
low enzymatic conversion by  the FGE protein. To  test  this,  the θFGE protein 
was  incubated with different molar  ratios of FGE  enzyme and  for varying 
lengths  of  time  before  being  assessed  for  accurate mass  determination  by 
ESI‐MS  in 0.1%  formic acid  (Section 5.2.10). The conversion of a sulfhydryl 
group to an aldehyde results in a decrease in molecular weight of 18 Da and 
in all  spectra  recorded under  these conditions, 10–30% of  species observed 
corresponded  to  the MW of converted θFGE  (a sample spectrum  is shown  in 
Figure  5.6). No  trend was  identified between  the  ratio of FGE used  in  the 
reaction  or  length  of  time  samples were  incubated. We  further  speculated 
that  a  fraction  of  converted  species  may  contain  a  hydrated  aldehyde, 










































































































































































labelling  protocol  and/or  FGE  purification  procedure.  Recent  studies  by 
Holder  et  al.  (2009)  have  shown  that  the  FGE  enzymes  from  Streptomyces 
coelicolor and Homo sapiens both contain a copper co‐factor that is required for 
high  substrate  turnover  rates. Purification of  the FGE  enzyme using a Cu‐
NTA  resin  (as  opposed  to  the  Ni‐NTA  resin  contained  in  the  His‐trap 
column  used  in  Section  5.2.7) may  avoid  stripping  the  enzyme  of  copper 
during  purification  and  improve  activity.  The  Dixon  group  also  aims  to 










































complex  of  the  Pol  III HE  utilising  the  crystal  structure  in  (a),  additional 
NMR  experiments  and  a  range  of  previously  published  biochemical  and 
structural data.  
(c)  The  development  of  a  novel  methodology  to  purify  the  α 
polymerase  by  using  a  novel  protein‐protein  affinity  purification method 
that  exploits  the  tight  interaction  between  the C‐terminal domain  of  the  τ 
clamp‐loader protein the C‐terminal region of the α subunit.  
(d) The successful co‐purification of the β2αLεLθ complex by enhancing 
the  stability  of  the  interaction  between  the  β‐clamp  and  Pol  III  core  by 
mutation of the clamp‐binding motifs found in α and ε.  
(e) The validation of the structural model built in (b) by measurement 
of  a  co‐purified  sample  of  the  β2αLεLθ  complex  by  small‐angle  X‐ray 
scattering.  
(f) The development of a strategy to label Pol III core proteins with a 
fluorescent  dye  by  incorporation  of  a  peptide  tag  that  can  be  selectively 







to  join  the α PHP and ε exonuclease C‐terminal  (CT) domains  into a single 
polypeptide  chain.  It  was  anticipated  that  by  artificially  localising  the 
interaction  between  the  two  subunits,  we  could  overcome  experimental 
limitations  conferred by  the  insolubility of  the  ε C‐terminal domain  alone. 
This  strategy  was  successful  in  producing  a  range  of  soluble  protein 
constructs comprised of the α PHP domain and differing length segments of 
the  εCTD. A  structure was  solved  of  a  protein  construct  beginning  from 
amino  acid  200  of  the  full‐length  ε  subunit  and  then  linked  to  the  α PHP 
domain  through  the  9  amino  acid  flexible  linker. Analysis of  the  structure 
showed  continuous density  from  residue Ser210  through  the  remainder of 
the  ε C‐terminal domain, with  additional density  through  residues  Ile202–




length  of  the  flexible  inter‐domain  Q‐linking  region  between  the  two 
domains of the ε subunit.  
In  supplement  to  these  results,  I  also  purified  a  linked  protein 
comprising  the  α  PHP  and ε  CT  domains  in  the  opposite  sequential 
arrangement to the protein crystallised. This was  investigated as a negative 
control  to  confirm  that  the  inter‐peptide  linker  had  not  artificially 
constrained the interaction between the two protein domains to a non‐native 







In Chapter 4 we made use of  the structural  information gathered  in 
Chapter 3 to position the ε subunit within the β2αεθ and generate a structural 
model  of  the  complex.  We  used  NMR  to  probe  for  any  undiscovered 
interaction  between  the  β‐clamp  and  either  the  ε N‐terminal  domain  or θ 
subunit  in an attempt  to  further  constrain  the parameters of  the  structural 
model.  However,  at  this  stage  we  were  unable  to  position  the  globular 
εNTD:θ domain within the model.  
To  further  structurally  investigate  the  β2αεθ  complex,  I developed  a 
novel  methodology  for  purification  of  the  α  polymerase  subunit  using 
protein‐protein affinity purification. This approach worked remarkably well 
and  has  since  enabled  researchers  in  the  Dixon  group  to  obtain  the 
polymerase  subunit  (and mutant  variants)  in  high  yield  and  purity.  I  co‐
purified  a  stabilised  complex  of  β2αεθ  where  the  two  clamp‐binding 
interactions  between  the  Pol  III  core  and  β‐clamp  had  been  strengthened 
(β2αLεLθ) and utilised the technique of small‐angle X‐ray scattering to confirm 
that  the  overall  dimensions  of  this  complex  are  consistent  with  the 
theoretical model. The β2αLεLθ complex was also entered  into crystallisation 
trials.  However,  so  far  we  have  obtained  no  diffraction  quality  protein 
crystals.  
In  Chapter  5  I  investigated  a  strategy  to  fluorescently  label  the 
proteins  of  the Pol  III  core, with  the  aim  of using  these  for  future Förster 
resonance  energy  transfer  (FRET)  experiments  in  collaboration  with  the 








these proteins.  It  remains unclear  if  low  enzymatic  conversion by  the FGE 
enzyme or inefficiencies in the dye conjugation reaction is the source of poor 
labelling  efficiencies.  This  project  is  currently  ongoing  in  the  Dixon 
laboratory  and Dr  Slobodan  Jergic has  since been  successful  in  labelling  a 
tagged version of the ε protein with an efficiency of ~15–20%. 
The experimental challenges  involved  in  identifying  the many weak 
and  transient  interactions and  fundamental characteristics  that are essential 
to  the  operation  of  multi‐part  protein  assemblies  are  driving  the 
development  of  new  experimental  techniques  and  technologies  that  will 
provide  great  benefit  to  scientific  researchers  across  a  variety  of  fields 
studying protein‐machinery  systems. The work outlined  in  this Thesis has 
highlighted  the  utility  of  using  a multi‐faceted  experimental  approach  to 
determining  the  structure of  large protein  complexes. The use of SAXS,  in 
particular, was  an  efficient  and  effective  tool  to validate  the  overall  shape 
and dimensions of an atomic resolution structural model.  
Structural  investigation of proteins  can provide  critical  insights  into 
the workings of protein assemblies and assist researchers in generating new 
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ε  N‐terminal  domain  (Ser2–Gly181)  :  β‐binding  motif    (QLSLPL  in  εL; 
ALSLPL  in εQ): Flexible  interdomain region  : ε C‐terminal domain (Gln196–
Ala243).  

















































































a.a).  The  N‐terminal  methionine  undergoes  cleavage  subsequent  to 
production.  
MSEPRFVHLRVHSDYSMIDGLAKTAPLVKKAAALGMPALAITDFTNLCG
LVKFYGAGHGAGIKPIVGADFNVQCDLLGDELTHLTVLAANNTGYQNL
TLLISKAYQRGYGAAGPIIDRDWLIELNEGLILLSGGRMGDVGRSLLRGNS
ALVDECVAFYEEHFPDRYFLELIRTGRPDEESYLHAAVELAEARGLPVVAT
NDVRFIDSSDFDAHEIRAIHDGFTLDDPKRPRNYSPQQYMRSEEEMCELF
ADIPEALANTVEIAKRCNVTVRLGEYFLPQFPTGDMSTEDYLVKRAKEGL
EERLAFLFPDEEERLKRRPEYDERLETELQVINQMGFPGYFLIVMEFIQWSK
DNGVPVGPGRGSGAGSLVAYALKITDLDPLEFDLLFERFLNPERVSMPDF
DVDFCMEKRDQVIEHVADMYGRDAVSQIITFGTMAAKAVIRDVGRVLG
HPYGFVDRISKLIPPDPGMTLAKAFEAEPQLPEIYEADEEVKALIDMARKL
EGVTRNAGKHAGGVVIAPTKITDFAPLYCDEEGKHPVTQFDKSDVEYAG
LVKFDFLGLRTLTIINWALEMINKRRAKNGEPPLDIAAIPLDDKKSFDMLQ
RSETTAVFQLESRGMKDLIKRLQPDCFEDMIALVALFRPGPLQSGMVDNFI
DRKHGREEISYPDVQWQHESLKPVLEPTYGIILYQEQVMQIAQVLSGYTLG
GADMLRRAMGKKKPEEMAKQRSVFAEGAEKNGINAELAMKIFDLVEKF
AGYGFNKSHSAAYALVSYQTLWLKAHYPAEFMAAVMTADMDNTEKVV
GLVDECWRMGLKILPPDINSGLYHFHVNDDGEIVYGIGAIKGVGEGPIEAI
IEARNKGGYFRELFDLCARTDTKKLNRRVLEKLIMSGAFDRLGPHRAALM
NSLGDALKAADQHAKAEAIGQADMFGVLAEEPEQIEQSYASCQPWPEQ
VVLDGERETLGLYLTGHPINQYLKEIERYVGGVRLKDMHPTERGKVITAA
GLVVAARVMVTKRGNRIGICTLDDRSGRLEVMLFTDALDKYQQLLEKDRI
LIVSGQVSFDDFSGGLKMTAREVMDIDEAREKYARGLAISLTDRQIDDQLL
NRLRQSLEPHRSGTIPVHLYYQRADARARLRFGATWRVSPSDRLLNDLRG
LIGSEQVELEFD 
 
Position of the αE612K mutation is highlighted in pink 
The internal clamp binding mofit (CBM) is highlighted in green. In αL this 
sequence is QLDLF.  
 
 
 
 
 
